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  1 
Zusammenfassung 
Pflanzen haben auf Grund ihrer sessilen Lebensweise im Laufe der Evolution 
komplexe Mechanismen entwickelt, um ihr Überleben zu sichern. Speziell Licht ist 
sowohl für die Photosynthese als auch die Aufnahme von Informationen über die 
Umgebung essentiell. Hierfür haben Pflanzen verschiedene Photorezeptoren ent-
wickelt, von denen die Phytochrome die am besten charakterisierten Vertreter 
darstellen. Durch die Absorption von rotem Licht findet eine reversible Umwandlung 
des Grundzustandes Pr (engl.: Red) in die in Pflanzen aktive Form Pfr (engl.: Far-red) 
statt. Für Pflanzen konnte bislang nur eine Kristallstruktur im Pr Zustand von 
Phytochrom B erhalten werden.  
Diese Arbeit bietet eine detaillierte Analyse der konformationellen Änderungen des 
photosensorischen Moduls von Arabidopsis thaliana (At) PhyB zwischen der Pr und 
der Pfr Form durch Wasserstoff-Deuterium-Austausch Messungen. Des Weiteren 
konnten ein Einfluss der N-terminalen Erweiterung (NTE) auf den Chromophor 
nachgewiesen werden und mithilfe der Vermessung einer Deletionsvariante ohne 
NTE mittels Wasserstoff-Deuterium-Austausch erstmals ein Packungsmodell für die 
N-terminale Erweiterung von PhyB entwickelt werden.  
Weiterhin konnte die Struktur einer mit Phytochromen interagierende Phosphatase, 
PAPP5, gelöst und die Interaktion mit dem NTE von PhyB nachgewiesen werden. Die 
Struktur von PAPP5 zeigt eine Autoinhibition durch die N-terminale TPR Domäne so-
wie das C-terminale inhibierende Motiv. Hierbei konnten die verantwortlichen Reste 
in der TPR Domäne und in dem C-terminalen Motivs identifiziert werden. CD-spek-
troskopische Messungen und Wasserstoff-Deuterium-Austausch-Experimente liefer-
ten Daten zur Entwicklung eines Modells der PAPP5-Aktivierung durch Fettsäuren. 
Ein weiterer Aspekt dieser Arbeit bestand darin ein Hybridsystem zu entwickeln, das 
einen einfacheren Zugang zur biophysikalischen Analyse pflanzlicher Phytochrome 
ermöglicht. Hierfür wurden die PAS und GAF Domäne des cyanobakteriellen 
Phytochroms SynCph1 mit der PHY Domäne aus PhyB fusioniert. Zwar zeigte das 
Hybrid keine vollständige Photokonversion, dennoch war es in der Lage eine 






In the course of evolution plants have evolved complex mechanisms to ensure their 
survival as sessile organisms. Especially light plays a key role for autotrophic 
organisms because it is not only essential for photosynthesis, but also provides 
informations about the environment and the day/night rhythm. To sense these 
informations, plants have developed different photoreceptors, among them 
phytochromes are the best characterized ones. The absorption of red light results in a 
reversible transformation of the ground state Pr (Red) into the plant-active form Pfr 
(Far-red). For plants, only a crystal structure of phytochrome B in its Pr state exists.  
This work provides a detailed analysis of the conformational changes of the 
photosensory module of Arabidopsis thaliana (At) PhyB between the Pr and the Pfr 
form by hydrogen-deuterium exchange (HDX) measurements. Furthermore, an 
influence of the N-terminal extension (NTE) on the chromophore could be detected. 
For the first time, a packing model for the NTE of PhyB was developed by means of 
the HDX of a deletion variant without NTE. 
Furthermore, the structure of a phosphatase, PAPP5, interacting with phytochromes 
was solved and the interaction with the NTE of PhyB could be demonstrated. The 
structure of PAPP5 showed autoinhibition by the N-terminal TPR domain and a C-
terminal motif. The responsible residues could be identified in the TPR domain and in 
the C-terminal motif. CD-spectroscopic measurements and hydrogen deuterium 
exchange experiments provided data on the development of a model of PAPP5-fatty 
acid activation. 
Another aspect of this work was to develop a hybrid system that allows easier access 
biophysical studies on plant phytochromes. For this purpose, the PAS and GAF 
domains of the cyanobacterial phytochrome SynCph1 were fused with that of the PHY 
domain from AtPhyB. Although, the hybrid lacked complete photoconversion, it was 









Pflanzen haben als sessile Organismen komplexe Systeme entwickelt, um ihr 
Überleben in den unterschiedlichsten Bedingungen zu sichern. So nutzen sie Sonnen-
licht nicht nur als Energiequelle für die Photosynthese, sondern auch als Informa-
tionsquelle, da sie ihre Entwicklungsprozesse auf die Umgebung abstimmen müssen. 
Pflanzen besitzen zwei gegensätzliche Entwicklungsprogramme, die es ihnen 
ermöglichen, unter den sie umgebenden Lichtbedingungen zu überleben: Skotomor-
phogenese und Photomorphogenese. Die Skotomorphogenese ist charakterisiert 
durch verlängerte Hypokotyle, geschlossene Kotyledone sowie Apikalhaken, um die 
nötige Energie für ein schnelles Wachsen des Sämlings in Dunkelheit zu erlauben. 
Aufgrund des fehlenden Chlorophylls ist der Sämling farblos, und der Prozess wird 
deswegen auch Etiolierung genannt. Im Gegensatz dazu steht die Photomorpho-
genese (Deetiolierung). Bei ihr inhibiert das Licht das Wachstum des Hypokotyls, die 
Kotyledonen sind geöffnet und die Proplastiden entwickeln sich zu reifen Chloro-
plasten1 (siehe Abbildung 1.1).  
 
Abbildung 1.1: Skotomorphogenese versus Photomorphogenese. In Dunkelheit gewachsene Sämlinge 
(links) sind charakterisiert durch verlängerte Hypokotyle und geschlossene Kotyledone sowie Apikal-
haken und weisen keine Farbe auf. Im Gegensatz dazu zeigen unter Licht gewachsene Pflanzen verkürzte 
Hypokotyle, geöffnete Kotyledone und eine grüne Färbung2. 
 
Zur Steuerung dieser verschiedenen Prozesse ist die Pflanze darauf angewiesen Licht 
wahrnehmen zu können. Ein entscheidender Faktor hierfür sind Photorezeptoren, da 





Dauer nicht möglich wäre. Ein breites Spektrum an Photorezeptoren ermöglich den 
Pflanzen den gesamten Bereich des sichtbaren Lichts und Teile des UV-Lichts 
wahrzunehmen. Die im UVR8 (UV-Licht-Resistenz-Lokus 8) enthaltenen Tryptophane 
erlauben dem Photorezeptor UV-B Licht intrinsisch wahrzunehmen. Der blaue 
Bereich des Lichts wird durch Phototropine und Proteine der Zeitlupen Familie 
abgedeckt, die beide FMN (Flavinmononukleotid) als Kofaktor gebunden haben. 
Weiterhin reagieren Cryptochrome durch die Kofaktoren FAD (Flavinadenindinu-
kleotid) und 5,10-MTHF (5, 10-Methenyltetrahydrofulat) auf die Bestrahlung mit 
blauem Licht. Im langwelligen Bereich hingegen absorbieren Phytochrome, da sie 
Phytochromobilin gebunden haben3 (siehe Abbildung 1.2). Neochrome sind eine 
weitere Gruppe von Photorezeptoren in Farnen und einigen Algen auftreten, die eine 
Kombination aus Phytochromen und Phototropinen darstellen. Auf Grund des 
gebundenen FMN und Phytochromobilin sind sie in der Lage sowohl blaues als auch 
rotes Licht zu absorbieren4. 
 
Abbildung 1.2: Photorezeptoren in Pflanzen und ihre gebundenen Kofaktoren sowie der Wellenlängenbe-
reich, in dem sie Licht absorbieren. UVR8 = UV-Licht-Resistenz Lokus 8; Trp = Tryptophan; FMN = Flavin-
Mono-Nukleotid; MTHF = Methenyltetrahydrofulat; FAD = Flavin-Adenin-Nukleotid; ZTL =  Zeitlupe nach 3. 
1.1 Phytochrome 
Phytochrome wurden vor circa 60 Jahren erstmals in Pflanzen entdeckt und von 
Lagarias und Quail 1983 erstmals in Reinform hergestellt5,6. Ihr Name ergibt sich aus 
dem griechischen phytos = Pflanze und chroma = Farbe. Später wurden Phytochrome 
auch in vielen photosynthetischen und nicht-photosynthetischen Bakterien und 





Phytochrome haben über ein Cystein ein Bilin-artiges Tetrapyrrol kovalent gebunden, 
welches ihnen ermöglicht, das Verhältnis von rotem (Sonne) und dunkelrotem Licht 
(Schatten) zu ermitteln und entsprechende biologische Signale zu initiieren. Nach der 
Absorption eines Photons wird die inaktive Pr Form in die in Pflanzen physiologisch 
aktive Pfr Form umgewandelt7,8. In Pflanzen steuern Phytochrome alleine oder im 
Zusammenspiel mit anderen Photorezeptoren alle wichtigen Wachstums- und 
Entwicklungsprozesse. Dazu gehören vor allem Samenkeimung, Deetiolierung, Schat-
tenvermeidungsreaktion, Blütenbildung, Chloroplastendifferenzierung und die 
Regulation zirkadianer Rhythmen9–11. In Cyanobakterien und Bakterien regulieren 
die Phytochrome die Biosynthese des Photosyntheseapparates und der Pigmente, 
während sie in Pilzen über den Eintritt in die vegetative oder generative 
Entwicklungsphase entscheiden12. 
Phytochrome setzen sich aus einem N-terminalen photosensorischen Moduls (PSM), 
das der Lichtabsorption dient, und einem C-terminalem regulatorischen Module (RM) 
zusammen, welches für die Signaltransduktion verantwortlich ist. Bei pflanzlichen 
Phytochromen ist jedoch die Funktion des C-terminalen Moduls noch nicht vollstän-
dig geklärt. Bis jetzt konnte lediglich ein Einfluss auf die Dimerisierung nachgewiesen 
werden. Phytochrome können anhand ihrer Domänenarchitektur des photosenso-
rischen Moduls in drei Subfamilien eingeordnet werden13.  
1.1.1 Phytochrome der Gruppe I – Kanonische Phytochrome 
Pflanzliche Phytochrome gehören, wie auch Algenphytochrome sowie Phytochrome 
aus Cyanobakterien, Proteobakterien und Pilzen, der Phytochrom Gruppe I an14. Sie 
alle besitzen ein photosensorisches Modul, bestehend aus den folgenden drei 
Domänen: PAS-GAF-PHY (PAS = PER, ARNT, SIM; GAF = cGMP Phosphodiesterase, 
Adenylat Zyklase, FhlA; PHY = Phytochrom-spezifische GAF Domäne). Neben 
Strukturen aus Cyano- und Proteobakterien konnte 2014 auch die erste Struktur 
eines PSM in der Pr Form aus Pflanzen aufgeklärt werden (siehe Abbildung 1.3). 
Allgemein zeigt die Struktur von Arabidopsis thaliana Phytochrom B (AtPhyB) eine 
gute Übereinstimmung zu den Strukturen aus Proteo- und Cyanobakterien. 
Die GAF Domäne bildet die Bindungstasche für den Chromophor, bei Pflanzen und 





kovalent gebunden ist. Durch die Ausbildung eines Deckels über der Bindungstasche, 
der sogenannten Zungenregion, schirmt die PHY Domäne den Chromophor weiter ab. 
Dies erklärt, warum die PHY Domäne für die spektrale Integrität der Phytochrome so-
wie die Stabilisierung der Pfr Form zuständig ist15,16. Weiterhin bildet die GAF Domä-
ne eine Schleife, durch die sich eine N-terminale Helix fädelt, so dass sich ein 
Knoten/Lasso-Motiv bildet17–21. 
 
Abbildung 1.3: Struktur des photosensorischen Moduls (T90-A624) von Phytochrom B aus Arabidopsis 
thaliana (AtPhyB). Die strukturellen Merkmale der Phytochrome der ersten Gruppe, der Knoten/das 
Lasso und die Zunge sind in der Struktur markiert. Die PAS (PER, ARNT, SIM) Domäne ist in rot, die GAF 
(cGMP Phosphodiesterase, Adenylat Zyklase, FhlA) Domäne in orange und die PHY (Phytochrom 
spezifische GAF Domäne) Domäne in grün dargestellt. Der Chromophor, Phytochromobilin, ist in türkis 
eingefärbt. Nicht aufgelöste Bereiche in der Struktur sind als gestrichelte Linien abgebildet. (PDB Code: 
4OUR) nach 22. 
 
Im Falle der Proteobakterien und Pilzen befindet sich das Cystein, das den 
Chromophor bindet, in der variablen N-terminalen Erweiterung (NTE).  
Während das N-terminale photosensorische Modul bei allen Phytochromen konser-
viert vorliegt, treten im C-terminalen Modul starke Variationen auf12,23 (siehe 
Abbildung 1.4). Das C-terminale Modul besteht aus einer Histidinkinase, die durch die 
Übertragung eines Phosphats auf ein Aspartat eine Signalkaskade auslöst24,25. Eine 
Besonderheit stellt das C-terminale Modul bei den Pflanzen dar, das sich aus zwei PAS 
Domänen und einer Histidinkinase verwandten Domäne (engl.: Histidin kinase 
related; kurz: HKR) zusammensetzt, welchem das konservierte Histidin fehlt. Vermu-





erwiesen, konnten nicht weiter bestätigt werden26. Allerdings konnte gezeigt werden, 
dass die Kinasefunktion in pflanzlichen Phytochromen im PSM lokalisiert ist27. 
 
Abbildung 1.4: Schematische Darstellung der Domänenarchitektur der Gruppe I der Phytochrom-
Superfamilie. Das photosensorische Modul (PSM) der pflanzlichen, cyanobakteriellen, proteobakteriellen 
und pilzlichen Phytochrome setzt sich bei allen aus einer PAS, einer GAF sowie einer PHY Domäne 
zusammen. Hierbei wird von der GAF Domäne eine Schleife gebildet, durch den sich der N-Terminus 
fädelt, so dass ein Knoten/Lasso-Motiv entsteht. Die PHY Domäne bildet den Deckel für die Chromophor-
bindungstasche, die sogenannte Zungenregion. Das regulatorische Modul (RM) setzt sich aus einer 
Histidinkinase (HK) oder einer Histidinkinase verwandten (engl.: Histidin kinase related; kurz: HKR) 
Domäne zusammen. Pflanzliche Phytochrome besitzen zusätzlich noch zwei PAS Domänen und pilzliche 
eine weitere regulatorische Region (engl.: Response regulator, kurz: RR). Bei den gestrichelten 
strukturellen Charakteristika (Knoten/Lasso und Zunge) wird ihre Existenz vermutet. Die sich 
unmittelbar vor der PAS Domäne befindende α-Helix der N-terminalen Erweiterung (NTE) ist in lila 
dargestellt nach 28. 
 
1.1.1.1 Die pflanzliche Phytochromfamilie 
Die Zugehörigkeit in Pflanzen zu Monokotyledonen oder Dikotyledonen ist entschei-
dend für die Anzahl der Phytochrome. So enthalten monokotyle Pflanzen, wie Mais, 
Reis und Hafer, nur die Phytochrome PhyA-C, während in der Modellpflanze für 
höhere Pflanzen, Arabidopsis thaliana, fünf Phytochrome, PhyA-E, zu finden sind. In 
Tomaten konnte weiterhin ein Phytochrom F identifiziert werden29.  
Phylogenetische Sequenzanalysen der Phytochrome in A. thaliana zeigen, dass die 





E8. Alle fünf Phytochrome aus A. thaliana besitzen eine Aminosäuresequenzidentität 
untereinander von 46 %-56 %, mit Ausnahme von PhyB und PhyD, deren Sequenzen 
als Folge einer Genduplikation sich lediglich um 20 % unterscheiden8,30 (siehe 
Abbildung 1.5). 
 
Abbildung 1.5: Phylogenetischer Baum der fünf Phytochrome (Phy) aus Arabidopsis thaliana (At)8,31. 
 
1.1.2 Phytochrome der Gruppen II und III – Knotenlose Phytochrome 
Im Gegensatz zur Gruppe I beinhalten die Gruppen II und III knotenlose Varianten. 
Allerdings existieren sie nur in Cyanobakterien. Die Gruppe II zeichnet sich durch die 
Abwesenheit der vorderen PAS Domäne aus, die Gruppe III benötigt lediglich eine 
GAF Domäne für eine vollständige Photokonversion23,13. Wie alle bisherigen 3D 
Strukturen der Phytochrome zeigen, unterscheidet sich die Bindungstasche der 
Chromophore zwischen den Gruppen nicht und wird durch ein sechs-strängiges β-
Faltblatt und drei α-Helices gebildet (siehe Abbildung 1.6). 
 
Abbildung 1.6: GAF Domänen aller drei Gruppen mit gebundenen Chromophoren. Gruppe I: Arabidopsis 
thaliana (At) PhyB; (PDB Code: 4OUR); Gruppe II Synechocystis PCC6803 (Syn) Cph2 (PDB Code: 4BWI); 
Gruppe III: Thermosynechococcus elongatus (Te) PixJ; (PDB Code: 4GLQ). Die Polypeptidketten sind in 
regenbogenfarben dargestellt, wobei der N-Terminus blau ist und der C-Terminus rot. PΦB = Phytochro-
mobilin; PCB = Phycocyanobilin; PVB = Phycoviolobilin28. 
 
Das regulatorische Modul der zweiten Gruppe kann, wie bei den kanonischen 
Phytochromen, aus einer Histidinkinase bestehen oder, im Fall von Cph2 aus Synecho-





produzieren beziehungsweise degradieren können. Die Gruppe III besteht aus 
Cyanobakteriochromen (CBCR), die durch Modifikationen der Bilinbindungstasche, 
beispielsweise einer autokatalytischen Isomerisierung oder einer zweifachen 
Anbindung des Chromophors, in der Lage sind, verschiedene spektrale Endzustände 
einzunehmen. Diese erstrecken sich von violett/blau, violett/orange, blau/grün, 
grün/rot bis rot/grün13,32,33. Weiterhin können CBCRs auch aus mehreren GAF 
Domänen mit verschiedenen spektralen Endzuständen bestehen, die es ihnen 
ermöglichen, auf mehrere Wellenlängen gleichzeitig zu reagieren (siehe Abbildung 
1.7).  
 
Abbildung 1.7: Schematische Darstellung der Domänenarchitektur der charakterisierten Phytochrome 
der Gruppen II und III. Die Gruppe II benötigt für die volle Photoaktivität lediglich die GAF und PHY 
Domäne und wird daher auch als Gruppe der PAS-losen Phytochrome bezeichnet. Die bislang 
kristallisierten Vertreter dieser Gruppe enthalten ebenfalls die charakteristische Zungenstruktur in der 
PHY Domäne. Die Gruppe III besteht aus Cyanobakteriochromen, bei denen eine einzige GAF Domäne 
ausreicht, um die volle Photoaktivität zu erreichen. HK = Histidinkinase; GGDEF = konservierte Amino-
säuren in der Diguanylatzyklase; EAL = konservierte Aminosäuren in der Diguanylatphosphodiesterase; 
PAS/PAC = PAS Domäne gefolgt von einem C-terminalen Motiv, das ähnlich der PAS Domäne ist; 
TM = Transmembran-ständig; HAMP = Histidinkinase/Adenylatzyklase/Methyl-akzeptierende Phosphata-
se; MCP = Methyl-akzeptierendes Chemotaxis Protein nach 28. 
 
Die regulatorischen Module können durch ihre große Variation an Domänen eine 
Vielzahl an Signalkaskaden auslösen. Neben Histidinkinasen können auch MCP (Me-





(Histidinkinase/Adenylatzyklase/Methyl-akzeptierende Phosphatase) Domäne fun-
giert hierbei als Brücke zwischen dem sensorischen und dem regulatorischen Modul. 
1.1.3 Biosynthese des Chromophors 
Die Biosythese der Biline beginnt bei Pflanzen und Algen ausgehend von Aminolävu-
linsäure in den Plastiden, während Apophytochrom im Zytosol produziert wird8,34. In 
mehreren Schritten wird aus 5-Aminolävulinsäure, Protophorphyrin IX hergestellt, 
welches auch ein Vorläufer in der Chlorophyll-Synthese darstellt35,36. Der Einbau von 
Eisen durch die Ferrochelatase führt zur Herstellung von Häm b, welches durch die 
Ferrodoxin-abhängige Hämoxygenase an der α-Methinbrücke gespalten wird. Die 
Reduktion von Biliverdin IXα (BV) ist nötig um (3Z)- Phytochromobilin (PΦB) zu 
erhalten37,38. In einem abschließendem Schritt findet eine Isomerisierung von (3Z)-
PΦB zu PΦB statt39 (siehe Abbildung 1.8). 
 
Abbildung 1.8: Biosyntheseweg von Phytochromobilin in Arabidopsis thaliana ausgehend von Häm b. 
BV = Biliverdin IXα; PΦB = Phytochromobilin nach 38. 
 
Die Verwendung der Chromophore variiert zwischen den verschiedenen Organismen. 
Pflanzen und Grünalgen verwenden PΦB beziehungsweise Phycocyanobilin (PCB), 
welches eine zusätzliche Ethyl-Seitengruppe an der C18 Position besitzt. PCB wird 





det. Durch die Isomerisierung von PCB entsteht Phycoviolobilin (PVB), das von 
manchen Cyanobakteriochromen als Chromophor eingebaut wird. Proteobakterien 
und Pilze verwenden Biliverdin (BV)12. 
In Grünalgen und Moosen wurde kürzlich eine weitere Reduktase (PubS) entdeckt, 
welche die Umwandlung von BV zu Phycourobilin (PUB) katalysiert. Die Funktion von 
PUB ist jedoch noch unklar. Eine Vermutung der Autoren sieht eine reversible 
Bindung an die Apoform der Phytochrome vor40. 
1.2 Photokonversion 
Durch die Absorption von rotem Licht (circa 660 nm) findet eine Umwandlung des 
Grundzustandes Pr (engl.: Red) in die in Pflanzen aktive Form Pfr (engl.: Far-red) statt. 
Hierbei erfolgt eine Z zu E Isomerisierung der C15=C16-Doppelbindung, was ein 
Drehen des D-Rings bewirkt, und dadurch ausgelöst eine Konformationsänderung des 
gesamten Proteins41–43. Dieser Vorgang kann durch die Absorption von dunkelrotem 
Licht (circa 730 nm) umgekehrt werden, beziehungsweise in der sogenannten Dun-
kelreversion auch ohne Licht ablaufen. Da letztere Reaktion jedoch viel langsamer 
abläuft, können Phytochrome sowohl als kurz- oder langlebige Photoschalter agieren 
(siehe Abbildung 1.9). 
 
Abbildung 1.9: Durch Absorption ausgelöste strukturelle Änderungen des Chromophors und die 
dazugehörigen UV/Vis Spektren. (A) Pflanzen haben PCB als Chromophor kovalent an ein Cystein (Cys) 
gebunden. Durch die Absorption von rotem Licht (660 nm) isomerisiert die C15=C16-Doppelbindung von 
Z zu E. Die Rückreaktion erfolgt durch dunkelrotes Licht (730 nm). (B) UV/Vis Spektrum eines 
pflanzlichen Phytochroms nach Bestrahlung mit rotem Licht oder dunkelrotem Licht. Die Pr Form liegt als 
Reinform vor, während die Pfr Form in der Regel nur als Mischform erhältlich ist nach 31,11. 
 
Da eine Kristallstruktur von Pflanzen nur im Pr Grundzustand existiert, muss auf 
bakterielle Verwandte zurückgegriffen werden, um die einzelnen Schritte nach der 





struktur von Deinococcus radiodurans (Dr) BphP mit dem bathy Phytochrom 
Pseudomonas aeruginosa (Pa) BphP, bei dem die Pfr Form den Grundzustand darstellt, 
zeigt sich, wie die Isomerisierung des Chromophors die direkte Umgebung beein-
flusst28. Die Rotation des D-Rings bei DrBphP bewirkt, dass dieser sich in einer nicht-
idealen Umgebung befindet. Um größere Abstoßungskräfte zu vermeiden, verschiebt 
sich so der Chromophor innerhalb der Bindungstasche (siehe Abbildung 1.10). 
 
Abbildung 1.10: Bilin und die umgebenden Aminosäuren des kanonischen Phytochroms Deinococcus 
radiodurance (Dr) BphP (A) und des bathy Phytochroms Psedomonas aerigunosa (Pa) BphP (B) in ihren 
Grundzuständen Pr und Pfr (PDB Codes: 4Q0J und 3C2W). Als Chromophor haben beide Phytochrome 
Biliverdin IXα (BV) gebunden, das in cyan dargestellt ist. Die PAS, GAF und PHY Domänen sind in blau, 
grün und orange koloriert sowie das für die Chromophoranbindung verantwortliche Cystein in gelb. 
Wassermoleküle sind als rote Kugeln dargestellt. Gestrichelte Linien zeigen Wasserstoffbrückenbin-
dungen an. Pw = Pyrrolwasser28. 
 
Während der Pyrrolstickstoff des gedrehten D-Rings sich hin zum Carboxylat des 
D207 verschiebt und eine Wasserstoffbrücke ausbildet, verbleibt die aliphatische 
Gruppe in ihrer vorherigen Umgebung. Durch die Rotation der Interaktionspartner 
der aliphatischen Gruppe, Y176 und F203, wird diese jedoch verschoben. Spektrosko-
pische und kristallographische Studien zeigten, dass die Ausbildung der Interaktion 
zwischen D-Ring und D207 essentiell für die Generierung der Pfr Form ist21,25,28,44–46. 
Die Verschiebung des Chromophors bewirkt weiterhin eine Reorientierung der 
Propionate des B- und C-Rings. Hierbei wird die Wasserstoffbrücke zwischen dem B-
Ring Propionat und R254 gebrochen und eine neue zu R222 ausgebildet. Die 
Propionatgruppe des C-Rings richtet sich neu aus und bildet Wechselwirkungen zu 
Y176 und H29028. Die hier beschriebenen Änderungen beziehen sich auf DrBphP 
beziehungsweise PaBphP als Chromophor und demzufolge könnten auch andere 





ein zusätzlicher Deprotonierungsschritt während der Photokonversion nötig47 und 
Reste (zum Beispiel Y216), die für die Stabilisierung des B-Rings benötigt werden, 
sind in Pflanzen nicht konserviert20,28. 
Die neuen Interaktionspartner des Chromophors führen dazu, dass die Salzbrücke 
zwischen D207/R466 gelöst wird und die Zungenregion ihre Lage verändert, was 
letztendlich zur Auflösung der zwei β-Stränge führt. Ein Teil des Zungenbereichs 
rotiert und es bildet sich eine α-Helix. Hierbei wechseln die Tryptophane der 
konservierten Motive WG/AG und W/FxE ihre Positionen, weshalb dieses Model auch 
Tryptophan-Tausch-Modell genannt wurde14. Der Kontakt zur GAF Domäne wird 
über die Wechselwirkung zwischen D207/S468 wieder hergestellt und weitere 
hydrophobe Wechselwirkungen zwischen dem β3-Strang der GAF Domäne sowie der 
α-Helix werden gebildet28 (siehe Abbildung 1.11).  
 
Abbildung 1.11: Vergleich der 15Z und 15E Strukturen der Gruppe I. Überlagerung der Pr und Pfr 
Strukturen von DrBphP (PDB Codes: 4O0P und 4O01). Die PAS, GAF und PHY Domänen sind in rot, orange 
und grün dargestellt. Als Chromophor ist Biliverdin IXα (BV) gebunden, das in türkis eingefärbt ist. Die Pfr 
Struktur ist in den jeweils helleren Farben abgebildet. Die Vergrößerungen zeigen die Zungenregion im Pr 
und Pfr Zustand. Die Aminosäuren der konservierten Motive in der Zungenregion, WG/AG, PRxSF und 
W/FxE, sind gekennzeichnet nach 22. 
 
Die Umfaltung der Zungenregion hat zur Folge, dass die PHY Domäne dichter an die 
GAF Domäne rückt, was zu einer Begradigung der domänenverbindenen Helix 
zwischen der GAF und PHY Domäne führt. Des Weiteren zeigen Elektronenmikros-
kop-Aufnahmen des Volllängenproteins von DrBphP das Vorhandensein von zwei Pfr 
Populationen (Pfr und Pfr’), die sich im Durchmesser der Lücken zwischen GAF und 
PHY Domäne unterscheiden (siehe Abbildung 1.12). Die Rolle der PAS Domäne ist 
bisher noch nicht geklärt, jedoch verhindert sie durch die starke Bindung an die GAF 







Abbildung 1.12: Vergleich der Pr und Pfr Strukturen von DrBphP aus der Gruppe I. (A,B) Die Bewegung der 
PHY Domäne bei der Photokonversion ist durch Pfeile angedeutet. Die PAS, GAF und PHY Domänen sind in 
rot, orange und grün dargestellt. Als Chromophor ist Biliverdin IXα (BV) gebunden, das in türkis 
eingefärbt ist. (C) Analyse des Volllängenphytochroms DrBphP mittels Einzelpartikelelektronen-
mikroskopie. Die Ergebnisse wurde auf die Pr Struktur und Modelle der Pfr und Pfr‘ Form abgebildet. Die 
Position der PHY Domäne wurde angepasst. Sie wurde um 35 Å gedreht und 9 Å in Pfr, beziehungsweise 
5 Å in Pfr‘ nach außen bewegt22. 
 
1.3 Pflanzenphytochrome – Biologische Funktionen der Domänen 
Bei pflanzlichen Phytochromen ist die N-terminale Erweiterung stark ausgeprägt; 
insbesondere für die Phytochrome B und D, bei denen sie sich über 100 Aminosäuren 
erstreckt. Die Region ist stark hydrophil und weist einen besonders hohen Anteil an 
Glycinen und Serinen auf48. Weiterhin gilt sie als unstrukturiert und flexibel. Für die 
52 Aminosäuren lange Erweiterung von PhyA aus Avena sativa (As) konnten auch 
strukturelle Veränderungen zwischen der Pr und der Pfr Form durch CD-spektros-
kopische Studien und verschiedene Antikörper-Bindung nachgewiesen werden49,50. 
Weiterhin lag der Kofaktor bei einer Variante ohne NTE exponierter vor49,51, die 
spektralen Maxima waren verschoben52 sowie die Pfr Stabilität verringert53. Der 
Einfluss auf die spektralen Eigenschaften konnte ebenfalls für AtPhyB nachgewiesen 





physiochemischen Eigenschaften beeinflusst, sondern auch für die vollständige 
biologische Aktivität benötigt wird54. Weiterhin konnten sowohl für AsPhyA (S7 und 
S17)55–57, als auch für AtPhyB (S84, S86 und Y104)58,59 Phosphorylierungsstellen im 
NTE gefunden werden. Serin zu Alanin Mutationen von S8 und S18 aus AsPhyA 
zeigten eine erhöhte biologische Aktivität, eine Hypersensitivität gegenüber Licht und 
ein Zwergwachstum60. 
An die NTE schließt sich die PAS und GAF Domäne an. Eine von der GAF Domäne 
ausgebildete Knoten/Lassoregion gilt dabei als mögliche Interaktionsstelle für 
Bindungspartner. Weiterhin bildet die GAF Domäne die Chromophorbindungstasche. 
Eine Mutation in der Bindungstasche von Histidin zu Tyrosin (H276Y) ist zwar 
biologisch dauerhaft aktiv, zeigt aber vom spektralem Verhalten, dass die (meta) 
stabile Ausbildung der Pfr Form nicht mehr möglich ist61.  
Die PHY Domäne ist für die spektrale Integrität notwendig. Darüber hinaus wird 
spekuliert, ob die von der PHY Domäne ausgebildete Zungenregion ebenfalls als Bin-
dungsstelle für Interaktionspartner dienen könnte. Durch die strukturelle Umwand-
lung wäre die Möglichkeit einer lichtabhängigen Bindung gegeben.  
Eine weitere Phosphorylierungsstelle befindet sich für AsPhyA zwischen dem 
photosensorischen Modul und dem Dimerisierungsmodul, der sogenannten 
Scharnierregion (S599)55,56. Ihre Phosphorylierung wirkt sich negativ auf die Affinität 
zu Bindungspartnern aus. 
Die PAS-PAS Wiederholung beinhaltet das Kernlokalisierungssignal (engl.: Nuclear 
localization signal; kurz: NLS) bei Phytochrom B, das den Transport der Phytochrome 
in den Zellkern steuert62. Weiterhin sind die PAS Domänen verantwortlich für die 
Dimerisierung der Phytochrome. Phytochrom A formt nur Homodimere63, während 
Phytochrom C und E nur Heterodimere ausbilden64. Hingegen sind Phytochrom B und 
D in der Lage sowohl Homo- als auch Heterodimere zu bilden63. Die funktionelle 
Bedeutung der Homo- und Heterodimere ist noch nicht abschließend geklärt. 
Allerdings zeigen erste Studien, dass die Anwesenheit von PhyB notwendig ist um die 
entsprechenden Signale von PhyC auszulösen. Des Weiteren ist die PhyC Konzen-
tration viel geringer in Abwesenheit von PhyB. Die nicht mehr mögliche Bildung von 





Domänen sind allgemein für die Bildung von Homodimeren und Heterodimeren 
bekannt. Dieses wirft die Vermutung auf, dass Signal-induzierte Veränderungen der 
quartären Struktur eine Schlüsselrolle in der Signaltransduktion spielen könnten67. 
PAS Domänen setzen sich aus circa 100 bis 130 Aminosäuren zusammen, wobei nur 
geringe Sequenzähnlichkeiten auftreten. Allerdings zeigt eine Analyse der Kristall- 
und NMR-Strukturen verschiedener PAS Domänen, dass eine konservierte dreidimen-
sionale Struktur im Kern vorliegt, bestehend aus einer typischen α/β-Faltung68–72. Die 
Struktur ist charakterisiert durch ein zentrales antiparalleles β-Faltblatt, bestehend 
aus fünf Strängen, das von mehreren α-Helices umgeben wird. Die Orientierung, 
Länge und Anzahl der umgebenden α-Helices ist hierbei variabel. Auch wenn PAS 
Domänen oft als PAS-PAS Wiederholung zu finden sind, treten sie auch einzeln in 
vielen Proteinen auf, welche an einer Signalweiterleitung beteiligt sind. 
Ein Sequenzalignment der Histidinkinase aus SynCph1 mit dem C-Terminus von A. 
thaliana zeigte, dass diese sowohl zur HKR Domäne (13 – 17 %) als auch zum PAS 
Modul (14 – 15 %) eine geringe Sequenzidentität aufweist26. In einer Studie mit 
Phytochrom A aus A. sativa und ATP-Analoga wurde eine Sequenz (DLKLDGLA) 
identifiziert, welche Ähnlichkeiten zu der Nukleotidbindungsstelle in Proteinkinasen 
aufweist. Diese befindet sich jedoch am Anfang der ersten PAS Domäne73. Vermu-
tungen über eine Serin-/Threoninkinaseaktivität, wie für AsPhyA berichtet, konnten 
nicht weiter bestätigt werden26. 
Sowohl das N-terminale, als auch das C-terminale Modul sind an der Signalweiter-
leitung beteiligt, da für beiden Bereiche Bindungspartner gefunden werden 
konnten74–78. 
1.4 Signaltransduktion in Phytochromen 
Verschiedene physiologischen Reaktionen können durch unterschiedliche Phyto-
chrome gesteuert werden. Diese können auf Grund ihrer Stabilität gegenüber Licht in 
zwei Typen eingeteilt werden: Typ I, lichtlabil (PhyA) und Typ II, lichtstabil (PhyB-
PhyE). Die Pfr Form von PhyA ist lichtinstabil und wird innerhalb kürzester Zeit 
abgebaut, so dass PhyA überwiegend präsent in dunkel-gewachsenen Pflanzen ist. Die 
Pfr Formen der anderen Phytochrome werden nicht durch Licht beeinflusst79–81. Bei 





rezeptors zu8. Er steuert Signalwege, die durch Rotlicht ab einer Lichtintensität von 
1 μmol/m2 ausgelöst werden. Über diesen als Niedrig-Fluenz-Antwort (engl.: Low 
fluence response; kurz: LFR) bezeichneten Signalweg werden die Keimung und die 
Induktion der Blütenbildung initiiert82. Darüber hinaus wird kontinuierlich das 
Verhältnis von Pr zu Pfr überprüft, um gegebenenfalls die Deetiolierungsreaktion 
auszulösen. An dieser Reaktion sind auch die Phytochrome D und E beteiligt83. 
AtPhyA hingegen ist für die Niedrigst-Fluenz-Antwort (engl.: Very low fluence 
response; kurz: VLFR) und die Dunkelrotlicht induzierte Hoch-Intensitäts-Antwort 
(engl.: High irradiance response; kurz: HIR) verantwortlich31. Diese außerordentliche 
Lichtsensitivität erlaubt PhyA die Kontrolle über die Keimbildung und Deetiolie-
rungsreaktionen, da nur geringste Mengen an Licht auf die Samen treffen müssen82. 
Ein dritter PhyA-gesteuerter Signalweg wird durch Rotlicht (R) HIR (R-HIR) initiiert. 
Dabei wurde beobachtet, dass die Keimlinge bei einer Bestrahlung mit sehr hohen 
Dosen von Rotlicht ein verkürztes Hypokotyl aufwiesen. Dieser Effekt konnten bei 
PhyA-Mutanten nicht beobachtet werden84. Die Phytochrome haben zum Teil 
überlappende, aber auch distinkte Aufgaben. Durch Knockout-Mutanten generierte 
Phänotypen sind in nachfolgender Abbildung zu sehen. 
 
Abbildung 1.13: Phänotypen von drei Wochen alten Pflanzen, die täglich 16 Stunden mit weißem Licht 
bestrahlt wurden. WT =  Wildtyp31. 
 
Während PhyB-E nur durch Bestrahlung mit Rotlicht in die physiologisch aktive Pfr 
Form umgewandelt werden können, kann die Pfr Form von PhyA durch Belichtung 
mit jeder Wellenlänge gebildet werden. Folglich repräsentiert PhyA den einzigen 





Bestrahlung mit hohen Dosen an Dunkelrotlicht eine physiologische Aktivität ver-
zeichnet, die aber unter natürlichen Bedingungen irrelevant sein dürfte83. In Pflanzen 
ist die Pfr Form die physiologisch aktive Form. Die aus dem Umgebungslicht 
erhaltenen Informationen werden durch lichtabhängige Signalkaskaden weiter-
geleitet und initiieren die verschiedenen physiologischen Reaktionen. 
1.4.1 Nukleosolische Signaltransduktion 
Die am besten untersuchte Signalkaskade beginnt mit dem Transport der Phytochro-
me in den Nukleus. Hierbei wird der Kerneintritt für PhyB durch die Anregung mit 
Rotlicht und die damit verbundenen strukturellen Änderungen des Phytochroms 
ermöglicht. Während PhyB eine Kernlokalisierungssequenz besitzt, die den Eintritt in 
den Kern erlaubt, benötigt PhyA die Transporterproteine FHY1 (engl.: Far-red 
elongated hypocotyl 1) oder FHL1 (FHY1-like)85,86. Weiterhin kann der Kerneintritt 
für PhyA durch Bestrahlung mit jeder Wellenlänge (blau, rot und dunkelrot) erreicht 
werden87–89. Im Kern interagieren PhyA und PhyB mit den negativen Transkriptions-
faktoren PIF90 (Phytochrominteraktionsfaktoren) und PIL (engl.: PIF3-like), die 
dadurch phosphoryliert und schließlich durch das Proteasom abgebaut werden91. Die 
Degradierung in dunkelrotem Licht wird nur durch PhyA ausgelöst, während die 
Antworten im roten Licht durch die Phytochrome PhyA, PhyB und PhyD generiert 
werden. Weiterhin interagiert ein Repressor der Photomorphogenese, COP1 (engl.: 
Constitutive photomorphogenic 1), mit den Phytochromen im Kern. COP1, selber eine 
E3-Ubiquitin-Ligase, wird dadurch von dem Proteasom abgebaut. Durch diese Inter-
aktion werden die positiven Transkriptionsfaktoren HY5 (engl.: Long hypocotyl 5), 
LAF1 (engl.: Long after far-red light 1) und HFR1 (engl.: Long hypocotyl in far-red 1) 
im Kern angereichert92–95. Beide Interaktionen bewirken eine Aktivierung der 
Photomorphogenese91 (siehe Abbildung 1.14) 
Weiterhin findet sowohl eine Akkumulierung von PhyA, als auch von PhyB im Kern 
statt, die zur Bildung von sogenannten speckles führen kann87,89. Bei den speckles wird 
je nach Zeitpunkt der Bildung zwischen zwei Typen unterschieden. So kann eine 
frühe speckle Entstehung (2 min nach einem Rotlichtpuls) durch PIF3-Mutationen 
verhindert werden, während eine spätere speckle Formierung (6 h nach einem 
Rotlichtpuls) nicht mehr beeinflusst wird. Interessanterweise kann das N-terminale 





Degradierung von PIF3 starten. Der Zusammenhang zwischen der speckle Bildung 
und Degradation der PIFs ist noch nicht vollständig geklärt. Für die Ausbildung der 
speckles wird nur das C-terminale Modul benötigt, jedoch kann es alleine keine 
Signaltransduktion initiieren96. Ursprünglich wurden die PIFs als Interaktionspartner 
des C-Terminus von PhyB (645-1210) identifiziert97. Durch weitere Experimente 
stellte sich jedoch heraus, dass beide Module unabhängig voneinander in der Lage 
sind PIF3 zu binden76–78. 
 
Abbildung 1.14: Lichtinduzierten Signalwege der Phytochrome im Nukleus. Die Bestrahlung mit rotem 
Licht (R) führt zur Bildung der Pfr Form der Phytochrome, die in den Nukleus eintritt und den Abbau der 
PIF (Phytochrominteraktionsfaktor) und PIL (engl.: PIF3-like) Proteine initiiert. Sie werden durch eine E3-
Ubiquitin-Ligase markiert. Der Abbau erfolgt durch das 26S Proteasom. Weiterhin wird COP1 (engl.: 
Constitutive photomorphogenic 1) degradiert, welches die positiven Transkriptionsfaktoren der Photo-
morphogenese (HY5 (engl.: Long hypocotyl 5), LAF1 (engl.: Long after far-red light 1) und HFR1 (engl.: Long 
hypocotyl in far-red 1) durch Ubiquitinulierung abbaut. Durch die Bestrahlung mit dunkelrotem Licht 
(engl.: Far-red; kurz: FR) erfolgt der Austritt aus dem Nukleus11. 
 
Es ist außerdem bekannt, dass Phytochrome mit den Phosphatasen PAPP2c (Phyto-
chrom-assoziierte Proteinphosphatase des Typs 2c) und PAPP5 (Phytochrom-assozi-
ierte Proteinphosphatase des Typs 5) im Nukleus interagieren75,74. Die dephosphory-
lierte Form von PhyA und PhyB zeigt eine höhere Affinität gegenüber PIF358,59. Neben 





in der Lage mit Phytochromen in Interaktionen zu treten. So interagiert 
beispielsweise PhyB mit Cry2 im Kern98,99. 
1.4.2 Zytosolische Signaltransduktion 
Nicht alle physiologische Antworten lassen sich durch die Genregulation im Nukleus 
erklären. So treten auch Rotlicht-/Dunkelrotlicht-abhängige Änderungen innerhalb 
von Sekunden auf100,101, für die eine Lokalisation der Phytochrome in den Nukleus zu 
langsam abläuft. Weiterhin sind auch Proteine bekannt, die mit Phytochrome im 
Zytosol interagieren. So interagiert Phytochrom A mit Phototropinen, die an der 
Plamamembran gebunden sind102. Weiterhin bindet die Pfr Form von AtPhyA und 
AtPhyB das zytosolische Protein PKS1 (Proteinkinase Substrate 1) und NDPK2 
(Nukleare Diphosphatekinase 2)103,104. Auch wenn eine Kolokalisierung von PhyB und 
PAPP5 im Nukleus beobachtet wurde74, kann eine Interaktion im Zytosol nicht 
ausgeschlossen werden. So ist bekannt, dass PAPP5 die Scharnierregion von PhyA 
dephosphoryliert, was eine höhere Affinität gegenüber NDPK2 bewirkt74. 
1.5 Phosphatasen als Interaktionspartner 
Die lichtabhängige Signalgebung in Pflanzen wird durch posttranslationale Modifi-
kationen reguliert, wie zum Beispiel Phosphorylierungen und Dephosphorylierungen. 
Dabei ist zu beachten, dass die Anzahl von identifizierten Kinasen deutlich über der 
Anzahl identifizierter Phosphatasen liegt. So wurden in A. thaliana über 1000 Kina-
sen105 gefunden, jedoch nur 150 Phosphatasen106. Phosphorylierungen können 
prinzipiell an neun verschiedenen Aminosäuren auftreten (Arginin, Aspartat, Cystein, 
Glutamat, Histidin, Lysin, Serin, Threonin und Tyrosin). Die Mehrzahl an 
Phosphorylierungen treten in eukaryotischen Systemen an Serinen auf (86,4 %), 
gefolgt von Threoninen (11,8 %) und Tyrosinen (1,8 %)107. Die Übertragung einer 
negativ geladenen Phosphatgruppe beeinflusst in Phytochromen die spektralen 
Eigenschaften, wie auch die Affinität gegenüber Bindungspartnern74,108,109. 
Proteinphosphatasen sind Metalloproteine, in deren aktivem Zentrum zwei 
Metallionen binden110. Sie können auf Grund ihres Substrats in Serin/Threonin 
Phosphatasen, Tyrosin Phosphatasen und Aspartat-basierende Phosphatasen katego-





zwei weitere Klassen unterteilt werden: die PPPs (Phosphoprotein Phosphatasen) 
und die PPMs (metallionenabhängige Proteinphosphatasen), wobei die PPPs durch 
Sequenz und Struktur in Pflanzen noch in sieben weitere Subklassen unterteilt 
werden können. Die PPM Phosphatasen, auch als PP2C bezeichnet, unterscheiden sich 
hierbei von den PPP Phosphatasen durch ihre Sequenzen, Metallionenabhängigkeit 
und Sensitivität gegenüber bestimmten Inhibitoren111 (siehe Abbildung 1.15). 
 
Abbildung 1.15: Klassifikation der Serin-/Threonin-spezifischen Proteinphosphatasen. Die Familie der 
PPPs (Phosphoproteinphosphatasen) kann in sieben weitere Klassen unterteilt werden. Die PPM 
(Phosphatasen, die Metallionen-angewiesen sind) Familie wird auch als PP2C bezeichnet, da keine 
weitere Unterteilung vorgenommen wird. Der Balken repräsentiert 0,2 substituierte Aminosäuren111. 
 
Die PPP Phosphatasen bestehen fast alle aus einer katalytischen Untereinheit sowie 
ein oder zwei weiteren Untereinheiten. Durch die Variation der Untereinheiten wird 
die Aktivität, die Substratspezifität und/oder die Lokalisierung der PPP Phosphatasen 
kontrolliert, und so viele zelluläre Funktionen reguliert112–115. Eine Ausnahme bilden 
hierbei PP5 und PP7 Phosphatasen, die keine separaten Untereinheiten besitzen. Sie 
setzen sich aus einer katalytischen Domäne, die denen von PP1 und PP2A ähnelt, 
einer N-terminalen Domäne und einer C-terminalen Subdomäne zusammen116–118. Bei 
PP5 erfolgt durch die N-terminale Domäne eine Inhibition der Phosphatase, während 
bei PP7 Disulfidbrücken oder eine Metallreduzierung an der Regulation der Phospha-
tase beteiligt sein könnten119. Von PP2A ist bekannt, dass sie auch Komplexe mit 






PPM Phosphatasen wurden auf Grund ihrer Abhängigkeit von zweiwertigen 
Metallionen (Mg2+ oder Mn2+) sowie ihrer Sensitivität gegenüber Okadasäure und 
weiteren Inhibitoren der PPPasen entdeckt. Weiterhin besitzen sie, wie auch PP5 und 
PP7, keine weiteren Untereinheiten, können jedoch N- oder C-Terminal zusätzliche 
Domänen haben. Ob diese die Aktivität der Phosphatase und/oder die 
Substratspezifität regulieren, ist noch nicht abschließend geklärt. 
Obwohl die PPP und PPM Phosphatasen wahrscheinlich von zwei unterschiedlichen 
Genen resultieren und nur eine geringe Sequenzidentität aufweisen, besitzen die 
Strukturen und insbesondere die katalytischen Taschen eine hohe Ähnlichkeit. Bei 
beiden Klassen werden die gebundenen Metalle für die Aktivierung eines 
Wassermoleküls benötigt, welches dann einen nukleophilen Angriff auf das 
gebundene Phosphation nach dem SN2-Mechanismus ausführt121–123. Für die 
Hydrolyse der Phosphoesterbindung in PPP Phosphatasen werden neun konservierte 
Aminosäuren benötigt, die für die Koordination der Metallionen, Orientierung der 
Phosphatgruppe des Substrats für den nukleophilen Angriffs und für die notwendige 
Protonierung der Abgangsgruppe zuständig sind. An der oktaedrischen Koordination 
der Metallionen sind neben den Aminosäuren zwei Wassermoleküle und der 
Phosphatrest beteiligt118 (siehe Abbildung 1.16). 
 
Abbildung 1.16: Detaillierte Ansicht der Kontakte innerhalb der aktiven Tasche von PP5. Die 
Manganionen sind oktaedrisch von sechs Liganden umgeben. Wasserstoffbrückenbindungen sind als gelb 
gestrichelte Linien dargestellt und Metall-Liganden-Bindungen als schwarze Linien. Die grün gestrichelte 
Linie markiert die geringe Distanz zwischen dem Wasser W1 und dem Phosphation. (PDC Code: 1S95)124. 
 
Okadasäure, ein komplexer Polyether, war der erste identifizierte natürliche Inhibitor 
der PPPasen125. Neben Microcystin-LR, einem toxischen Heptapeptid, und Canthari-





identifiziert, die alle die aktive Tasche blockieren. Obwohl die Inhibitoren unter-
schiedliche Strukturen aufweisen, inhibieren sie alle Mitglieder der PPP Familie, bis 
auf PP7, das eine zusätzliche Region innerhalb der katalytischen Tasche besitzt, die 
eine Inhibition verhindert127,128. Beispielhaft ist die Bindung von Cantharidin darge-
stellt, das die Metallionen der aktiven Tasche bindet und so die Wassermoleküle ver-
drängt129 (siehe Abbildung 1.17). 
Die Bindungsaffinität und Inhibition der Aktivität gegenüber einzelnen Mitgliedern 
variiert130,131. Nicht konservierte Reste innerhalb der katalytischen Tasche, in welche 
die Inhibitoren binden, könnten eine sterische Hinderung bewirken und die 
unterschiedlich starke Inhibitionen der Aktivitäten erklären124.  
 
Abbildung 1.17: Bindung von Cantharidin in die aktive Tasche von Homo sapiens PP5. (A) Die Struktur von 
Cantharidin. (B) Cantharidin nimmt die Position der zwei Wassermoleküle in der aktiven Tasche ein. Die 
Bindung des Inhibitors wird durch drei Reste (275, R400, Y451) ausgebildet. Die Manganionen gehen 
weiterhin Bindungen zu den entsprechenden Aminosäuren (D242, H244, D271, N303, H352, H427,) ein129. 
 
Drei Phosphatasen sind in Pflanzen bekannt, die Phytochrome dephosphorylieren: 
FyPP (engl.: Flower-specific phytochrome associated protein phosphatase)108, PAPP574 
und PAPP2c75. FyPP-überexprimierende transgene Pflanzen weisen eine erhöhte 
Phytochromaktivität bei der Blütenbildung sowie verkürzten Hypokotyle auf, 
während die Repression von FyPP in transgenen Pflanzen mit einer reduzierten 
Phytochromaktivität resultiert. Sie gehören zur Klasse der PP6-Phosphatasen108. 
PAPP5 ist involviert in die Regulation der Deetiolierung und PAPP2C reguliert die 
Lichtantworten der Pflanze75. Diese Beobachtungen zeigen die Stellung, die den 





1.5.1  Phytochrom-assoziierte Protein Phosphatase 5 
Obwohl PP5 Phosphatasen in allen Eukaryoten zu finden sind, wurden sie erst relativ 
spät entdeckt, was vermutlich auf ihre geringe Aktivität in vivo sowie ihre niedrige 
Sequenzidentität zu den anderen Phosphatasen der PPP Klasse zurückzuführen ist132. 
So besitzen die Phosphatasen dieser Familie vor ihrer katalytisch aktiven Domäne 
drei TPR (engl.: Tetratricopeptide repeat) Repeats, die zusammen mit einem C-
terminalen Motiv die katalytische Tasche der PP2A Domäne blockieren. Für die 
katalytische Aktivität benötigen die Phosphatasen zusätzlich zwei Manganionen. 
Verbunden ist die TPR mit der PP2A Domäne über einen langen helikalen Linker, in 
dem sich zusätzlich eine PPIase (Peptidyl-Prolyl-cis-trans-Isomerase) ähnliche 
Sequenz befinden soll133. PPIasen sind molekulare Chaperone, welche die 
Proteinfaltung an Cysteinen regulieren. 
Die Kristallstruktur der Phosphatase PP5 aus Homo sapiens (Hs) konnte mit einer 
Auflösung von 2,9 Å gelöst werden (siehe Abbildung 1.18). 
 
Abbildung 1.18: Kristallstruktur von PP5 aus Homo sapiens. Die TPR (engl.: Tetratricopeptide repeat) 
Domäne ist in blau, die Phosphatase Domäne in rosa und das C-terminale inhibierende Motiv in gelb 
koloriert. Die gebundenen Metallionen sind als blaue Kugeln dargestellt. Der Rest E76 der TPR Domäne 
bindet in die aktive Tasche der Phosphatase Domäne (PDB Code: 1WAO)118. 
 
Jedes TPR Motiv besteht hierbei meist aus nur 34 Aminosäuren, die sich als 
antiparallele α-Helices anordnen. Die Repeats sind übereinander in drei Paaren 
angeordnet, wodurch eine superhelikale tertiäre Struktur entsteht. Der lange helikale 





streng konservierte PP2A Domäne bildet in der Mitte eine β-Sandwich Struktur aus, 
die von α-Helices umgeben ist. Über eine lange Schleifenregion schließt sich im C-
terminalen inhibierenden Motiv noch eine kurze α-Helix an, die über der 
katalytischen Tasche positioniert ist118. Weiterhin ist im C-terminalen Motiv ein 
mögliches Kernlokalisierungssignal zu finden (462-477)135. 
Proteolytische Studien haben gezeigt, dass sich die Aktivität der Phosphatasen 
erheblich steigern lässt, wenn die TPR Domäne und/oder die 13 C-terminalen 
Aminosäuren entfernt werden136–138. Hierbei erhöht die Mutation der Aminosäure 
E76 (E61 in Pflanzen) des TPR2 Repeats die Phosphatase-Aktivität um das 
zehnfache136. Des Weiteren können PP5 Phosphatasen auch durch Zugabe von lang-
kettigen, ungesättigten Fettsäuren, hier im speziellen Arachidonsäure, aktiviert 
werden137,139. Die geringe Löslichkeit von Arachidonsäure in wässrigen Medien kann 
durch die Addition eines Coenzym A-Restes erhöht werden, so dass eine Aktivierung 
bei physiologischen Konzentrationen (1 μM) möglich ist140. Die gebundenen Fett-
säuren führen wahrscheinlich zu einer konformationellen Änderung des Enzyms, so 
dass die katalytische Tasche zugänglich wird. Inhibiert werden die Phosphatasen 
durch die Zugabe von Okadasäure oder Microcystein141. 
In Pflanzen gibt es zwei Isoformen der PP5-Phosphatasen: Eine Isoform mit einer 
Größe von circa 60 kDa, deren Funktion bisher unerforscht ist, und eine Isoform der 
Größe von circa 55 kDa. Die größere Variante besitzt zwei zusätzliche Transmem-
brandomänen, die am Ende des Linkers platziert sind. Weiterhin bindet sie an das 
endoplasmatische Retikulum, während die verkürzte Variante sowohl im Nukleus als 
auch im Zytosol zu finden ist142. Im Nukleus ist sie jedoch nur in geringen Konzentra-
tionen vorhanden, im Gegensatz zu Untersuchungen der HsPP5132,143.  
Für die 55 kDa Variante von A. thaliana zeigt sich weiterhin, dass ein Hitzeschock 
(42 °C) vermutlich die Umwandlung der monomeren in eine hochmolekulare Spezies 
bewirkt. Studien zeigen, dass die hochmolekulare Spezies eine Chaperonfunktiona-
lität aufzuweisen scheint, während die Phosphataseaktivität um 50 % reduziert ist. 
Deletionsvarianten zeigten, dass die Chaperonfunktionalität nicht in der TPR Domäne 
lokalisiert ist. Eine Punktmutation (H290N) in der katalytischen Tasche, die eine 
erheblichen Reduktion der Phosphataseaktivität zur Folge hat, zeigt interessanter-





scheint die Chaperonaktivität zu fördern. Durch die zwei spezifischen Oligomerisa-
tionszustände von PAPP5 ist es möglich, dass es nach einem Hitzeschock in Pflanzen 
die Regeneration wichtiger Proteine bewirkt144. Eine Überproduktion von PAPP5 
führte zudem zu einer erhöhten Resistenz gegenüber Hitzeschocks. 
PAPP5 interagiert mit dem Chaperon Hsp90143 sowie den Phytochromen A und B und 
dephosphoryliert selektiv ihre Pfr Form145. Im Dunklen befinden sich PhyB und 
PAPP5 im Zytoplasma, kolokalisieren aber bei Rotlichtexposition in den Kern. Die 
Dephosphorylierung von PhyA führt zu einer Erhöhung der Stabilität des 
Phytochroms und zu einer höheren Affinität gegenüber NPDK2104,146. Für AsPhyA 
konnte gezeigt werden, dass die TPR Domäne an die HKR Domäne bindet, aber im 
NTE Aminosäuren dephosphoryliert74. 
Weiterhin ist PAPP5 Teil eines zytosolischen Proteinkomplexes, der Mg-Phrotophor-
phyrin IX bindet. Vermutlich kann PAPP5 ein Ungleichgewicht in der Tetrapyrrol-
synthese durch die Akkumulation von Mg-Protophorphyrin IX erkennen und agiert 
als ein Repressor der Chloroplastbiogenese und –entwicklung. Somit verbindet 
PAPP5 lichtgesteuerte Signalwege mit der Signaltransduktion der Plastide147–149.  
1.5.2 Phytochrom-assoziierte Protein Phosphatase 2C 
Die Phytochrom-assoziierte Phosphatase, PAPP2C gehört zur Serin-/Threonin-PP2C-
Familie, die mittlerweile 80 putative Mitglieder in A. thaliana umfasst150–152. Sie ist, 
wie alle Familienmitglieder dieser Gruppe, unempfindlich gegenüber Okadasäure und 
benötigt zur Aktivierung zweiwertige Kationen, wie beispielsweise Mangan oder 
Magnesium121,153. Die Proteinarchitektur, sowie daraus bedingt der katalytische 
Mechanismus der PP2C-Phosphatasen, entsprechen dem der Phosphatasen aus der 
PPP-Klasse, auch wenn die Sequenzidentitäten verhältnismäßig gering sind.  
Die Struktur eines Homologs der pflanzlichen Phosphatase PAPP2c aus Homo sapiens 
ist in nachfolgender Abbildung dargestellt. Sie besitzt eine zusätzliche C-terminale 
Domäne, die aus drei α-Helices besteht. Die N-terminale katalytische Domäne wird 
aus einer β-Sandwich-Struktur gebildet, die auf beiden Seiten von α-Helices umgeben 






Abbildung 1.19: Struktur der Phosphatase PP2C aus Homo sapiens. Die katalytische Domäne ist in blau, die 
C-terminale Domäne in grün und die gebundenen Manganionen in lila koloriert (PDB Code: 1A). 
 
Es konnte gezeigt werden, dass PAPP2C sowohl mit PhyA als auch PhyB im Nukleus 
interagieren kann. Hierbei ist für die Bindung der Phosphatase die PHY Domäne 
verantwortlich, deren Bindungsstärke steigt, wenn das Phytochrom in der Pfr Form 
vorliegt. Obwohl die PHY Domäne für die Bindung der Phosphatase zuständig ist, 
werden sowohl in PhyA als auch in PhyB Aminosäuren in der N-terminalen 
Erweiterung dephosphoryliert75. Ein fehlender Phänotyp für PAPP2C-Knockout-
Pflanzen legt die Vermutung nahe, dass die Aufgaben von PAPP2C auch von einer 
anderen Phosphatase ausgeführt werden können75. Bekannt ist, dass PAPP5 ebenfalls 
die NTE von PhyA dephosphoryliert74. 
Neben der Bindung und Dephosphorylierung von Phytochromen ist zudem eine 
Interaktion mit dem Resistenzprotein RPW8.2 bekannt, durch die der Salizylsäure-











2014 konnte die erste Struktur eines photosensorischen Moduls des pflanzlichen 
Phytochrom B im Grundzustand gelöst werden. Durch die Analyse von bakteriellen 
Strukturen, die sowohl im Grundzustand als auch in der aktiven Form kristallisiert 
werden konnten, wurden Modelle entwickelt, welche die strukturellen Änderungen 
während der Photokonversion beschreiben.  
Ziel dieser Arbeit sollte es sein, die Gültigkeit dieser strukturellen Änderungen für 
pflanzliche Phytochrome anhand Phytochrom B aus Arabidopsis thaliana zu 
überprüfen und weitere eventuelle lichtabhängige Änderungen zu identifizieren und 
lokalisieren. Weiterhin sollte der Einfluss der pflanzenspezifische N-terminale 
Erweiterung (NTE) auf das Phytochrom näher untersucht werden. Da die NTE nicht 
in der Kristallstruktur enthalten war, sollte durch Wasserstoff-Deuterium-Austausch-
Messungen ein mögliches ortsspezifisches Interaktionsmodell zwischen NTE und den 
PAS-GAF-PHY Domänen erarbeitet werden. 
Die Phosphorylierung und Dephosphorylierung stellen wichtige Schritte in der 
Phytochrom-induzierten Signaltransduktion dar. Bislang konnten drei Phosphatasen 
identifiziert werden, die mit Phytochromen interagieren. Von diesen drei 
Phosphatasen stellt speziell PAPP5 ein interessantes Target dar, da diese 
Phosphatase in der Lage ist sich selber zu inhibieren. In dieser Arbeit sollte deshalb 
durch röntgenkristallographische Untersuchungen die speziell hierfür verant-
wortlichen Aminosäuren identifiziert werden. Auch sollte ein Mechanismus für die 
Aktivierung von PAPP5 durch Fettsäuren entwickelt werden. 
Die Ausbeute rekombinant hergestellter pflanzlicher Phytochrome ist sehr gering. 
Aus diesem Grund sollte letztlich ein Hybrid-System entwickelt werden, das einen 









2 Material  
2.1 Geräte 
In den folgenden Tabellen finden sich in alphabetischer Reihenfolge die in dieser 
Arbeit verwendete Geräte (Tabelle 2.1), Verbrauchsmaterialien (Tabelle 2.2), Chemi-
kalien (Tabelle 2.3) und Enzyme (Tabelle 2.4). Im weiteren Verlauf des Textes wurde 
darauf verzichtet, den Firmen- oder Herstellernamen nochmals aufzuführen.  
Tabelle 2.1: Übersicht der verwendeten Geräte. 
Geräte Typenbezeichnung Hersteller 
ÄKTA Purifier 
   Fraktionskollektor 
   Detektor 













Bidest. Wasser Anlage Seralpur Pro90CN Seral 





CD-Spektrometer J-810 Spektropolarimeter Jasco 
Chromatografie-Säulen Superdex200 26/60 PG  






DLS Instrument SpectroLight 600/610 Xtal Concepts 
Elektrophorese 
   Elektrophoresekammer 
   für SDS Gele 
   Elektrophoresekammer 
   für Agarosegele 
   Spannungsquelle 
   Dokumentationssystem 
      Kamera 






















Glaskugelmühle Fastprep 24 MP Biomedicals 
automatisches HDX-System 
   Autosampler 
   UPLC 
   Masse 
   Pepsin Säule 
   UPLC Säule 
 
LEAP PAL 
ACQUITY UPLC M-Class 
Synapt G2 Si 
Enzymate BEH 







French Press  Thermo Fischer Scientific 






Geräte Typbezeichnung Hersteller 
Kristallisation 
   Kristallisationsroboter 







LED Lampen 475 nm (B56L5111P; 20-
30 cd)  
625 nm (5RAA5111P; 60-
75 cd) 
735 nm (ELD-720-524; 
7,5 cd) 











Peristaltik-Pumpe P-1 Pharmacia 
NGC-System 
   Fraktionskollektor 
   Detektor 











   Nanodrop 








Pipetten Research Eppendorf 
Quarzküvetten 110-QS 1 mm Hellma 
Realtime PCR 
   Absorptionssystem 






Schüttelinkubatoren Certomat IS 









Thermomixer Comfort Eppendorf 
Ultraschallsonde Sonoplus HD 200 Bandelin 




Vortexer REAX 2000 Heidolph 




Wasserbad NK22 Haake 
Zentrifugen   
   Standzentrifuge Centrifuge 5810R und 
S804R 
Eppendorf 
   Standzentrifuge 
   Standzentrifuge 
J2-HS und J2-21 
RC 5B Plus 
Beckman 
Sorvall 
   Tischzentrifuge Biofuge pico Heraeus 






Tabelle 2.2: In der Arbeit verwendete Verbrauchsmaterialien. 
Verbrauchsmaterial  Herstellerbezeichnung Hersteller 
Analytische Ni-NTA Ni-NTA Spin-kit Qiagen 
Dialysemembran MFTM 0,025 μm VSWP Millipore 
Einmalküvetten 67.734 Sarstedt 
Entsalzungssäulen PD-10 Desalting Column, PD Mini trap G25 GE Healthcare 
Falcon tubes PP-Röhrchen 15 mL/50 mL, steril Greiner BIOone 
Gelextraktionskit QIAquick Gel Extraction Kit Qiagen 
Ionenaustauschersäulen HiTrap CM FF, HiTrap DEAE FF, HiTrap Q FF GE Healthcare 
Konzentratoren Amicon Ultra-15 /-5 Merck Millipore 
Ni-NTA Säulenmaterial Ni-NTA Superflow  Qiagen 
PCR-Aufreinigungskit QIAquick PCR Purification Kit Qiagen 
Plasmidpräparationskit QIAprep Spin Miniprep Kit Qiagen 
Spritzenvorsatzfilter S 0,45 Sarstedt 













Western Blot  ECL detection kit 
Hibond-ECL Nitrocellulose Membran 






Sterilfilter Ultrafree-MC und Flaschenaufsatzfilter Millipore 
 
2.3 Chemikalien und Enzyme 
Tabelle 2.3: In der Arbeit verwendete Chemikalien. 
Chemikalie Hersteller 
Acrylamid (30 %) Roth 
Adenosin-5′-(β,γ-imido)triphosphat Sigma-Aldrich 
Adenosin-5‘-diphosphat  Sigma-Aldrich 















BC-Assay UP 40840A Uptima 
Coomassie Brilliant Blue R-250 Serva 
Decon-90 Decon Laboratories Limited 
Dikaliumhydrogenphosphat Roth 
Entwickler Kodak 
Ethanol J. T. Baker 
Ethidiumbromid Roth 
Guanosin-5‘-triphosphat Fermentas 









MassRuler DNA Ladder Mix Fermentas 
β-Mercaptoethanol Roth 






Salzsäure Riedel-de Haën 
SDS Serva 
Streptomycin Applichem 
Sypro orange Invitrogen 
TEMED Sigma 
Tinte Königsblau 4001 Roth 
Traumatic acid Fluka 
Tris Fluka 
TWEEN-20 Roth 
Unstained Protein Molecular Weight Maker Fermentas 
Virkon Tetenal med 
Zinkacetat Fluka 
 
Alle nicht gesondert aufgeführten Chemikalien wurden in p.a.-Qualität von den Firmen 









Tabelle 2.4: In dieser Arbeit verwendete Enzyme. 
Enzyme Hersteller 
BSA 10 mg/mL New England Biolabs 
DNAseI Boehringer 
Lysozym 50 mg/mL Serva 
Phusion HiFi-DNA-Polymerase (2 U/μL) New England Biolabs 
T4-DNA-Ligase (400 U/μL) New England Biolabs 
Restriktionsenzyme (10-20 U/μL) New England Biolabs 
 
2.5 Vektoren und Plasmide 
2.5.1     pCDF Duet-1 
Der pCDF Duet-1 Vektor (Novagen, Merck KGaA) verfügt über zwei Multiple Cloning 
Sites (MCS), welche die rekombinante Produktion von zwei Proteinen aus zwei 
Monocystrons ermöglicht. Am Anfang der ersten MCS ist ein Hexa-Histidin-Tag 
kodiert sowie ein Strep-Tag am Ende der zweiten MCS. Diese Tags ermöglichen eine 
Aufreinigung mittels Ni-NTA-, beziehungsweise Streptavidin-Affinitätschro-
matographie. Beide MCSs haben eine vorgeschaltete ribosomale Bindungsstelle (rbs) 
sowie einen lac-Operator und unterliegen der Kontrolle durch separate T7 lac-
Promotoren. Durch diese wird die Steuerung der Proteinproduktion über IPTG-
Zugabe und Induktion der chromosomalen T7 RNA Polymerase ermöglicht155. Der 
Vektor besitzt einen CDF Replikationsursprung (ori) und eine Streptomycin/ 
Spectinomycin-Resistenz156. Die Basensequenz mit den regulatorischen Elementen 







Abbildung 2.1: Basensequenz des pCDF Duet-1 Vektors mit regulatorische Elementen sowie Erkennungs-
sequenzen der Restriktionsenendonukleasen156. 
 
2.5.2     pET-28a(+) 
Der pET-28a(+) Vektor der Firma Novagen (Merck KGaA) verfügt über eine MCS, in 
der das Zielprotein mit einem N-terminalen oder C-terminalen Hexa-Histidin-Tag 
produziert werden kann. Die N-terminale Variante enthält zwischen Tag und 
Proteinsequenz zusätzlich zur Abspaltung des Tags nach Aufreinigung eine 
Thrombin-Schnittstelle. Die MCS hat eine vorgeschaltete rbs sowie einen lac-Operator 
und unterliegt der Kontrolle durch separate T7 lac-Promotoren. Dadurch wird die 
Steuerung der Proteinproduktion über IPTG-Zugabe und Induktion der 
chromosomalen T7 RNA Polymerase ermöglicht155. Der Vektor besitzt einen f1 ori 
und eine Kanamycin-Resistenz157. Die Basensequenz mit den regulatorischen 
Elementen und den Erkennungssequenzen für Restriktionsendonukleasen ist in 







Abbildung 2.2: Basensequenz des pet-28a(+) Vektors mit regulatorische Elementen sowie Erkennungs-
sequenzen der Restriktionsenendonukleasen157. 
 
2.5.3     pPROLar.A122 
Beim pPROLar.A122 Vektor (Clontech) wird die Proteinexpression über einen 
Hybridpromotor (P lac/ara-1) mittels IPTG und Arabinose gesteuert158. Der Vektor 
besitzt einen p15A ori und eine Kanamycin-Resistenz. Eine Vektorkarte ist in 
Abbildung 2.3 dargestellt, in der die regulatorischen Elemente hervorgehoben sind. 
Da pPROLar.A122 kein lacI besitzt, das für den Repressor kodieren kann, erfolgt die 
Verwendung als Expressionsplasmid nur in Stämmen die hierzu in der Lage sind, wie 
etwa BL21 PRO. Für die Proteinproduktion in dieser Arbeit wurde eine modifizierte 
Form dieses Vektors verwendet. Es wurde zusätzlich zur Gensequenz N-terminal eine 
rbs und C-terminal ein Hexa-Histidin-Tag eingebracht. 
 
Abbildung 2.3: Modifizierte Vektorkarte von pPROLar.A122, in der die regulatorischen Elemente 







2.5.4     p171 
Zur Verfügung gestellt wurde das Plasmid p171 vom Arbeitskreis Hughes (Universität 
Gießen). Es handelt sich um einen pQE12 Vektor (Qiagen), in welchen die Gene für die 
Häm-Oxygenase (ho; ORF ID: sll1184) und Biliverdin-Reduktase (pcya; ORF ID: 
slr0116) aus Synechocystis sp. kloniert wurden, die für die Produktion des Bilin-
Cofaktors aus Häm b sowie den Einbau des Cofaktors in das Protein verantwortlich 
sind. Da das Gen unter der Kontrolle eines lac-Operators steht, kann die Expression 
durch die Zugabe von IPTG induziert werden. Ein enthaltener T5 Promoter aus der T5 
Bakteriophage wird durch die E. coli RNA-Polymerase erkannt. Das Plasmid besitzt 
eine Ampicillin-Resistenz159. 
2.5.5     pMH001 
Das Plasmid pMH001 wurde vom Arbeitskreis Zurbriggen (Universität Düsseldorf) 
zur Verfügung gestellt. Es handelt sich um einen pPROLar.A122 Vektor (Clontech), in 
welchen das für Phytochrome B (1-651) aus Arabidopsis thaliana kodierende Gen 
kloniert wurde. C-terminal zum Protein befindet sich ein Hexa-Histidin-Tag. Die 
Proteinexpression wird über einen Hybridpromotor (P lac/ara-1) mit IPTG und 
Arabinose gesteuert. Der Vektor besitzt eine Kanamycin-Resistenz. 
2.5.6     pIS24 
Das Plasmid pIS24 wurde vom Arbeitskreis Fankhauser (Universität Lausanne) zur 
Verfügung gestellt. Das darauf enthaltene Gen codiert Phytochrom A aus Arabidopsis 
thaliana sowie einen C-terminalen Strep-Tag. Oberhalb des zu exprimierenden Gens 
befindet sich der T7-Promotor, der von der E. coli RNA-Polymerase erkannt wird. Das 
Gen steht unter Kontrolle des lac-Operators, so dass die Expression durch IPTG 
induziert werden kann. Das Plasmid besitzt eine Ampicillin-Resistenz. 
2.6 Synthetische Gene 
Die folgenden Gensequenzen für PAPP5 (UniProtKB: Q84XU2-2) und PAPP2c 
(UniProtKB: F4I1B4-1) und Phytochrom B (891-1172) (UniProtKB: P14713-1) aus 
Arabidopsis thaliana wurden bei der Firma Gene Art bestellt und in einem pMA-T-
Vektor (Ampicillin-Resistenz, PAPP2c, PhyB), beziehungsweise pMK-RQ (Kanamycin-





optimiert. Den Sequenzen wurden mehrere Schnittstellen vorangestellt, so dass sie 
durch verschiedene Kombinationen von Restriktionsenzymen direkt in die Vektoren: 
pET-28a(+), pCDF Duet-1, pET-41a und pGEX-4T-2 kloniert werden können. 
Weiterhin wurden auf diesem Wege eine Thrombin-Schnittstelle für die Vektoren 
pCDF Duet-1 und pET-41a eingefügt (siehe Tabelle 2.5). Die Gensequenz für PAPP5 
besitzt weiterhin eine HindIII-Schnittstelle nach der TPR Domäne, so dass es möglicht 
ist lediglich diese Domäne in einen Vektor zu klonieren. 
Tabelle 2.5: Übersicht über die zu verwendenden Restriktionsenzyme um die Gensequenzen direkt in die 
unterschiedlichen Vektoren klonieren zu können.  
Vektoren Restriktionsenzyme 
pET-28a(+) NdeI, SalI 
pCDF Duet-1 EcoRI, SalI oder BamHI und SalI 
pET-41a SacII, SalI 
pGEX-4T-2 BamHI, SalI 
 





























SacII, EcoRI, BamHI, NdeI, HindIII, SaII 
















SacII, EcoRI, BamHI, NdeI, HindIII, SaII 



















SacII, BamHI, NdeI, NotI, SaII 
2.6.1 Das Hybrid-System 
Für den Aufbau des Hybrid-Systems wurden die PAS und GAF Domäne des 
Phytochroms Cph1 (ORF ID: slr0473) aus Synechocystis sp. und die PHY Domäne der 
Phytochrome A (UniProtKB: P14712-1) und B (UniProtKB: P14713-1) aus 
Arabidopsis thaliana bei der Firma Gene Art bestellt und in einem pMA-T-Vektor 
(Ampicillin-Resistenz) kloniert geliefert. Für die Gensequenzen phya und phyb wurde 
die Kodonverwendung hinsichtlich einer Expression in E. coli optimiert und ein C-
terminaler Hexa-Histidin-Tag eingefügt. Weiterhin wurden den Sequenzen bestimmte 
Schnittstellen vorangestellt, beziehungsweise angehängt, so dass ein modulares 
System entsteht, welches eine schnellere Generierung unterschiedlich 
zusammengesetzter Plasmide erlaubt. 




















EcoRI, SacI  











SacI, MreI, SexAI, His-tag, HindIII 
Um die SacI-Schnittstelle zu erhalten wurde eine Mutation eingeführt (L404V). 

























Die Schmelztemperaturen (TM) der Primer wurden mit dem Programm Oligo Analyzer 
3.1160 der Firma IDTDNA (Integrated DNA Technologies) berechnet. Tabelle 2.6 zeigt 
die Primer sowie die Restriktionsendonukleasen, mit denen die jeweiligen 
Genfragmente in die Vektoren eingebracht werden können.  
Tabelle 2.6: Liste der verwendeten Primer sowie der Restriktionsenendonukleasen (Schnittstelle der 
Enzyme ist unterstrichen), mit denen die Genfragmente in die Vektoren eingebracht wurden. Des 
Weiteren sind die Schmelztemperaturen (TM) der Primer aufgeführt. 



































































PhyB(90-651)_fwd CCTCGGACATGTATGACGACGTACGGTTCC PciI 67,4 
PhyB_S84A_fwd GAAATCATTCGACTACGCACAATCACTC  57,0 
PhyB_S84A_rv CCTGATTCGCCGGATTGTTCG  58,0 
PhyB_S84D_fwd GAAATCATTCGACTACGATCAATCACTC  55,0 
PhyB_S86A_fwd GACTACTCACAATGACTCAAAACG  59,0 
PhyB_S86A_rv GAATGATTTCCCTGATTCG  61,0 
PhyB_S86D_fwd GACTACTCACAGATCTCAAAACG  58,0 
PhyB_Y276H_fwd GTGTTATGGTTCATAAGTTTCATGAAG  50,0 
PhyB_Y276H_rv GATCATAACCAGTCAAGTCCCTC  48,0 
PhyB_G564E_fwd GAAATCAAATGGGAAGGCGCTAAG  56,0 
PhyB_G564E_rv GAATGATTTCCCTGATTCG  55,0 
 
Alle Primer wurden bei der Firma Metabion entsalzt und lyophilisiert bestellt und in 
einem entsprechenden Volumen EB-Puffer gelöst, so dass sie einer Konzentration von 
100 pmol/µL entsprachen. 
2.7.1 Sequenzierungsprimer 
Die Sequenzierungsprimer wurden von der Firma Metabion bezogen. 
pCDF Duet 
ACYC Duet Up1     pCDF Down 






pPROLar_fwd     pPROLar_rv 







2.8.1 E. coli DH5α 
Genotyp: F- Φ80lacZΔM15 Δ (lacZYA-argF) U169 recA1 endA1 hsdR17 rk- mk+ phoA 
supE44 λ- thi-1 gyrA96 relA1 
Kennzeichen der DH5α-Zellen (Invitrogen) sind eine hohe Plasmidreplikationsrate 
sowie Transformationseffizienz. Auf Grund dessen eignen sich sowohl chemische, als 
auch elektrokompetente Zellen optimal zur Gewinnung von Plasmid-DNA. Durch die 
hsdR17-Mutation im K12-Restriktionssystem wird der Abbau nicht-methylierter DNA 
verhindert, während die endA1-Mutation die Endonuklease A1 inhibiert, so dass 
Plasmid-DNA während der Präparation nicht abgebaut wird161. Weiterhin ist die 
homologe Rekombination durch eine eingebrachte recA1-Mutation gehemmt162. 
2.8.2 E. coli BL21 Gold (DE3) 
Genotyp: B F- ompT hsdS(rB- mB-) dcm+ Tetr gal λ (DE3) endA Hte 
Zur heterologen Expression wurden chemisch kompetente BL21 Gold (DE3) Zellen 
(Invitrogen) verwendet. Der Stamm enthält ein lysogenes Phagenfragment (DE3), auf 
welchem das Gen der T7-RNA-Polymerase kodiert ist. Diese unterliegt der Kontrolle 
eines lacUV5-Promotors, welcher durch Zugabe von IPTG induziert werden kann. Es 
fehlen die OmpT-Protease, welche die T7-RNA-Polymerase abbaut163, sowie die Lon-
Protease, welche für den Abbau von Regulationsproteinen verantwortlich sein soll164. 





2.8.3 E. coli BL21 PRO 
Genotyp: ompT hsdSB(rB-mB-) aal dcm F-: Tetr PlacIq/lacI Spr 
Zur Expression von Plasmiden, die auf dem pPROLar.A122 basieren, wurden 
chemisch kompetente BL21 PRO Zellen verwendet. Die Zellen enthalten ein 
zusätzliche Plasmid PROTetE (Clontech), das für Lac und Tet Repressoren codiert. 
Durch das zusätzliche Plasmid besitzen die Zellen eine Spectinomycin-Resistenz166. 
2.8.4 E. coli Arctic Express (DE3) 
Genotyp: B F- ompT hsdS(rB-mB-) dcm+ Tetr gal λ(DE3) endA Hte [cpn10 cpn60 Gentr] 
Der Arctic Express Stamm (Stratagene) beruht auf einem BL21 Stamm und 
ermöglicht die heterologe Expression von Proteinen bei tiefen Temperaturen. Da die 
E. coli eigenen Chaperone bei 12 °C nicht mehr aktiv sind, enthält der Stamm 
zusätzlich noch die Chaperone Cpn10 und Cpn60 aus dem psychrophilien Bakterium 
Oleispira antarctica, welche die Proteinfaltung unterstützen167. 
2.8.5 E. coli Rosetta (DE3) 
Genotyp: B F- ompT hsdSB(rB- mB-) gal dcm λ(DE3) pRARE (CamR)  
Der Rosetta Stamm basiert auf dem BL21 (DE3) Stamm (Merck Bioscience) und 
beinhaltet zusätzlich noch das Plasmid pRARE, welches für selten genutzte tRNAs von 
Arginin (AGG; AGA), Glycin (GGA), Isoleucin (AUA), Leucin (CUA) und Prolin (CCC) 
codiert168. Für eine Aminosäure kodieren mehrere Codons, welche von verschiedenen 
Organismen unterschiedlich häufig verwendet werden, entsprechend der jeweiligen 
tRNA Konzentration in der Zelle. Die Expression einer Gensequenz mit selten 
vorkommenden Codons kann daher die Translation in E. coli Zellen verlangsamen 






2.9 Kulturmedien und Puffer 
2.9.1 Kulturmedien 
Für Kotransformationen wurde SOC-Medium (SOC = super optimal broth) verwendet, 
das einen höheren Nährstoffgehalt aufweist. In Tabelle 2.7 ist die Zusammensetzung 
angegeben. 
Tabelle 2.7: Zusammensetzung für SOC-Medium 
Komponente Menge 
Trypton 20 g 
Hefeextrakt 5 g 
NaCl 0,5 g 
dH2O ad 990 mL 
 
Anschließend wurden 10 mL einer 250 mM KCl-Lösung hinzugegeben, der pH-Wert 
mit einer NaOH-Lösung auf 7,0 eingestellt und autoklaviert (2 bar, 121 °C für 30 min). 
Danach wurden pro Liter 20 mL einer 1 M Glukose-Lösung hinzugegeben und vor der 
Verwendung des Mediums pro Liter 5 mL einer 2 M MgCl2-Lösung hinzugefügt169. 
Die rekombinante Produktion der Proteine, wie auch die Kultivierung von 
Übernachtkulturen und Testexpressionen erfolgten in LB-Medium (LB = lysogeny 
broth) oder TB-Medium (TB = terrific broth). Die Zusammensetzung der 
Kulturmedien ist in Tabelle 2.8 angegeben. Das Nährmedium und der Phosphatpuffer 
für das TB-Medium wurden getrennt autoklaviert (2 bar, 121 °C für 30 min) und erst 
vor Beginn der Expression im Verhältnis 10:1 zusammengegeben. 
 Tabelle 2.8: Zusammensetzung für LB- und TB-Medium. 
 LB-Medium  TB-Medium  
 Komponente Menge Komponente Menge 
Nährmedium Bactotrypton 10 g Trypton 12 g 
 Bacto-Hefeextrakt 5 g Hefeextrakt 24 g 
 Natriumchlorid 5 g Glycerin 4 mL 
 10 M NaOH 400 μL   
 dH2O ad 1 L dH2O ad 900 mL 
Phosphatpuffer   KH2PO4 0,17 M 
   K2HPO4 0,72 M 







Alle eingesetzten Puffer wurden entsprechend der Angaben im Methodenteil mit 
dH2O angesetzt, anschließend mit einem Flaschenaufsatzfilter von Kontaminationen 
befreit und bei 8 °C gelagert. Die zur Kristallisation eingesetzten Puffer wurden mit 
bdH2O angesetzt und mit einem Spritzenvorsatzfilter S 0,45 filtriert. Diese Lösungen 




















3.1 Molekularbiologische Methoden 
3.1.1 Polymerasekettenreaktion 
Die Polymerase-Ketten-Reaktion (engl.: Polymerase chain reaction, kurz: PCR) ist eine 
von Kary Mullis entwickelte Methode um spezifische DNA-Fragmente mit Hilfe von 
hitzebeständigen Polymerasen aus thermophilen Organismen in vitro zu 
amplifizieren. Für eine PCR wird ein spezifisches Primerpaar benötigt (komple-
mentär zum 5‘-, beziehungsweise 3‘-Bereich der Zielsequenz), welches sich am DNA-
Strang, beziehungsweise am Gegenstrang, anlagern kann. Die vier Nukleotide, die in 
der DNA vorkommen, werden in Form von dNTPs (Desoxyribonukleosidtri-
phosphate) zugegeben170, 171. 
In Tabelle 3.1 ist die Standardzusammensetzung für eine typische Polymeraseket-
tenreaktion aufgeführt. 
Tabelle 3.1: Standardzusammensetzung eines PCR-Ansatzes. 
Reagenz Konzentration Menge (μL) 
Templat-DNA 20-100 ng/μL 1,0 
5‘-Primer 20 µM 1,0 
3‘-Primer 20 µM 1,0 
dNTP-Mix 10 mM 1,0 
DMSO  2,5 
HF-Buffer 5× 10 
Polymerase 2 U/μL 0,5 
bdH2O  ad 50 
 
Die Amplifikation findet in 20-50 aufeinander folgenden Zyklen mit jeweils drei 
Schritten statt. Im ersten Schritt erfolgt die Denaturierung der Templat-DNA, was die 
Grundlage für den zweiten Schritt der PCR bildet. Hier erfolgt eine rasche Abkühlung 
auf circa 50 °C, so dass die sequenzspezifischen Primer mit jeweils einem DNA-Strang 
hybridisieren (engl.: Annealing) können. Hierbei ist zu beachten, dass sowohl der 5’-
Primer als auch der 3‘-Primer eine ähnliche Schmelztemperatur (Tm) aufweisen. 
Diese Temperatur ist von dem jeweiligen GC-Gehalt der Primer abhängig und wird 





Guanine oder Cytosine stärker gewichtet werden. Im dritten Schritt, der Elongation, 
wird die DNA wieder auf 72 °C erhitzt, da bei dieser Temperatur die eingesetzte 
thermophile Polymerase die höchste Aktivität besitzt. Die Polymerase verlängert 
durch Anlagern der komplementären Basen die Primer. Da der DNA-Strang kein 
Stoppsignal besitzt, wird dieser über die eigentliche Zielsequenz hinaus verlängert. In 
den nachfolgenden Synthesezyklen dienen die neu gebildeten DNA-Stränge selbst als 
Templat für die DNA-Synthese. Das zu amplifizierende DNA-Fragment wird somit 
exponentiell (2n-fach) vermehrt. 
In Tabelle 3.2 sind die Standardbedingungen einer typischen Polymerase 
Kettenreaktion angegeben. 
Tabelle 3.2: Standardreaktionsbedingungen einer Polymerase Kettenreaktion. 
Arbeitsschritt Zeit Temperatur Anzahl der Zyklen 
Initiale Denaturierung 30 s 98 °C 1 
Denaturierung 10 s 98 °C  
Annealing 30 s  35 
Elongation  72 °C  
Finale Elongation 10 min 72 °C 1 
 
Für die Annealing-Temperatur wurde eine Temperatur gewählt, die 3 °C höher ist als 
die niedrigste Schmelztemperatur der Primer. Dies verhinderte ein falsches Anlagern 
der Primer, da bei dieser Temperatur nur die stärkeren Wechselwirkungen der 
richtigen Basenpaarung Bestand haben. Die Elongationszeit wurde durch die Länge 
des zu amplifizierendes Genfragments bestimmt; pro 1000 Basenpaare circa 15 bis 
30 s. 
3.1.1.1 Mutagenese-PCR 
Für die Generierung von ortsspezifischen Mutanten von AtPhyB(1-651) wurde die 
round-the-horn Methode verwendet. Hierfür werden phosphorylierte Primer 
verwendet, von denen einer die entsprechende Mutation trug. Die PCR wurde 
entsprechend der Standard-PCR durchgeführt (Kapitel 3.1.1). Das Produkt der PCR 
wurde mittels DpnI-Verdaus von der Templat-DNA befreit. Alle Arbeiten zur 






3.1.2 Reinigung von DNA aus PCR-Ansätzen 
Die Reinigung der PCR-Ansätze erfolgte durch ein QIAquick PCR Purification Kit 
(Qiagen). Die darin enthaltende Qiagen tip20-Anionenaustauschersäule besteht aus 
einer positiv geladenen Silikagel-Membran, an welche die DNA binden kann. 
Verunreinigungen, wie Primer oder Salze, sind zu klein um an die Säule zu binden, da 
erst bei einer Länge ab circa 100 bp eine Adsorption an die Säule erfolgt, und werden 
in den folgenden Waschschritten entfernt. Die Elution der DNA erfolgt durch die 
Verwendung eines Puffers mit niedriger Salzkonzentration und basischerem pH-
Wert.  
Zu der Probe wurden 250 μL PB-Puffer hinzugegeben und die Mischung auf eine 
QIAquick-spin-Säule aufgetragen, 5 min bei Raumtemperatur inkubiert und 
anschließend 1 min bei 2665 g zentrifugiert. Der Durchfluss wurde ein weiteres Mal 
auf die Säule aufgetragen und bei gleichen Bedingungen inkubiert und zentrifugiert. 
Danach wurde der Durchfluss verworfen, die Spin-Säule mit 750 μL PE-Puffer 
versetzt und 1 min bei 160100 g zentrifugiert. Der PE-Puffer enthält Ethanol, welches 
dafür zuständig ist auf der Säule verbliebene Salze, Polymerasen, Nukleotide sowie 
weitere Verunreinigungen, zu entfernen. Der Durchfluss wurde erneut auf die Säule 
aufgetragen, zentrifugiert und anschließend verworfen. Um die Säule zu trocknen, 
wurde sie in ein neues Reaktionsgefäß überführt, 2 min bei 16100 g zentrifugiert und 
stehen gelassen bis das verbleibende Ethanol verdunstet war. Zur Elution der DNA 
wurde die Säule mit 50 μL auf 37 °C erwärmten EB-Puffer versetzt, 1 min inkubiert 
und 1 min bei 16100 g zentrifugiert.  
3.1.3 Extraktion von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen 
Nach einer präparativen Gelelektrophorese (Kapitel 3.2.1) wurde die entsprechende 
DNA-Bande unter UV-Licht (256 nm) herausgeschnitten. 
Die Banden wurden mit der dreifachen Menge QG-Puffer versetzt und das Gemisch 
für 10 min bei 50 °C und 300 rpm inkubiert. Ein im QG-Puffer enthaltener pH-
Indikator zeigt bei einer gelben Färbung, dass eine optimale Bindung der DNA an die 
Säule gewährleistet ist. Bei einer orangenen Färbung müssen 10 μL 3 M 
Dinatriumacetat hinzugegeben werden, um wieder einen optimalen pH-Wert von 7,5 





und alles auf eine QIAquick Säule aufgetragen. Nach einer einminütigen Inkubation 
wurde die Säule 1 min bei 2665 g zentrifugiert und der Durchfluss erneut auf die 
Säule aufgetragen, inkubiert und zentrifugiert. Im weiteren Verlauf wurde der 
Durchfluss verworfen und die Säule mit 500 μL QG-Puffer gewaschen und 
zentrifugiert (1 min, 2665 g). In einem weiteren Waschschritt wurden 750 μL PE-
Puffer auf die Säule gegeben, 5 min inkubiert, zentrifugiert (1 min, 2665 g) und der 
Durchfluss verworfen. Als nächster Schritt wurde die Säule in ein neues 
Reaktionsgefäß überführt, zentrifugiert (1 min, 16100 g) und getrocknet. Im 
Anschluss wurde durch die Zugabe von 30 μL EB-Puffer und eine Inkubation von 
2 min die DNA eluiert. Die DNA wurde anschließend bei -20 °C gelagert. 
3.1.4 Hydrolytische Spaltung von DNA durch Restriktionsendonukleasen 
Restriktionsendonukleasen sind in der Lage die DNA an eine spezifische 
palindromischen Basensequenz zu binden und diese hydrolytisch zu spalten. Je nach 
Enzym wird die DNA glatt (engl.: Blunt) oder um einige Nukleotide versetzt (engl.: 
Sticky) geschnitten. Die 5‘-Enden der DNA-Stränge tragen in beiden Fällen die 
Phosphatgruppe, welche für eine spätere Ligation notwendig ist. Die Spaltung der 
DNA wurde sowohl präparativ, als auch analytisch durchgeführt. Der präparative 
Verdau erfolgte 5 h bei 37 °C und der analytische 3 h bei 37 °C. Die jeweiligen 
Zusammensetzungen der Verdaue sind in Tabelle 3.3 dargestellt.  






DNA-Lösung 50 3,0 
BSA 10 mg/mL 1,0 0,2 
Restriktionsenzym (10-20 U/μL) 2,0 0,2 
Puffer 10× 8,0 1,5 
bdH2O ad 80 ad 15 
 
3.1.5 Ligation mittels T4-DNA-Ligase 
Die Ligation von DNA-Fragmente erfolgte in einer ATP-abhängigen Reaktion durch 
die T4-DNA-Ligase. Sie katalysiert die Ausbildung einer Phosphorsäurediester-
bindung zwischen den 3‘-Hydroxyl- und den 5‘-Phosphatgruppen der doppel-





abhängig von der Länge (l) und der Konzentration (c) und wurden nach Formel 3.1 
und Formel 3.2 berechnet172.  
𝑉(𝑉𝑒𝑘𝑡𝑜𝑟) =  
𝑉(𝐺𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑟𝑒𝑎𝑘𝑡𝑖𝑜𝑛)




Formel 3.1: Formel zur Berechnung des Volumens (V) des Vektors, abhängig von der Länge (l) und der 
Konzentration (c) des Vektors/Inserts sowie dem Gesamtvolumen der Reaktion. 
 
𝑉(𝐼𝑛𝑠𝑒𝑟𝑡) = 𝑉(𝐺𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑟𝑒𝑘𝑡𝑖𝑜𝑛) − 𝑉(𝑉𝑒𝑘𝑡𝑜𝑟) 
Formel 3.2: Formel zur Berechnung des Volumen (V) des Inserts, abhängig von dem Volumen der 
Gesamtreaktion und des Vektors. 
 
Es wurde ein Gesamtvolumen von 20 µL, eine Vektorkonzentration von 5-50 ng/µL 
und ein Vektor-zu-Insert-Ratio von 1:1 oder 1:3 gewählt. Die Ansätze wurden 16 h bei 
4 °C oder 2 h bei 21 °C inkubiert (Tabelle 3.4). Als Kontrollreaktion wurde die 
Ligation unter gleichen Bedingungen mit geschnittenem Vektor, aber ohne Insert 
durchgeführt, um den Anteil an Selbst-Ligationen abzuschätzen. 
Tabelle 3.4: Standardzusammensetzung eines Ligationsansatzes. Die Volumina für Vektor und Insert 
wurden nach Formel 3.1 und 3.2 berechnet. 




Ligase (400 U/µL) 1,0 
bdH2O ad 20 
 
3.1.6 Herstellung chemisch kompetenter Zellen 
Bei der Hitzeschocktransformation werden durch einen kurzzeitigen Temperatur-
schock Poren in der Zellmembran gebildet, durch die Plasmid-DNA aufgenommen 
werden kann. Die Abstoßung der negativ geladenen Membran mit der ebenfalls 
negativ geladenen DNA wird durch die Behandlung mit ein- oder zweiwertigen 






Zunächst wurde ein Glycerinstock auf einer LB-Agarplatte ausgestrichen und über 
Nacht bei 37 °C inkubiert. Mit einer Kolonie von der Platte wurde eine 
Übernachtkultur inokuliert, am nächsten Tag mit 5 mL dieser Kultur 50 mL LB-
Medium angeimpft und bei 37 °C und 225 rpm bis zu einer OD595 von 0,5-0,6 
inkubiert und anschließend pelletiert (10 min, 1699 g, 4 °C). Das Pellet wurde in 
15 mL kalten TFB-I-Puffer (100 mM RbCl, 50 mM MnCl2, 30 mM KOAc, 10 mM CaCl2, 
15 % (v/v) Glycerin) resuspendiert, anschließend 2 h auf Eis inkubiert und erneut 
unter gleichen Bedingungen zentrifugiert. Das Pellet wurde in 2 mL TFB-II-Puffer 
(10 mM MOPS, 10 mM RbCl, 10 mM CaCl2, 15 % (v/v) Glycerin) resuspendiert und in 
50 μL Aliquots in flüssigem Stickstoff eingefroren. 
Um die kompetenten Zellen auf eine Antibiotikumsensitivität zu überprüfen, wird 
eine Hitzeschocktransformation (siehe 3.1.6.1) ohne die Zugabe von DNA 
durchgeführt und auf Agarplatten ausplattiert, welche verschiedene Antibiotika 
enthalten. Weiterhin wird die Transformationseffizienz der neu hergestellten Zellen 
getestet, indem die Kolonien nach der Inkubation gezählt werden. Unter optimalen 
Bedingungen sollten 106-107 Kolonien pro µg eingesetzter DNA erreicht werden.  
3.1.6.1 Hitzeschocktransformation 
Zu 50 μL auf Eis aufgetauter chemisch kompetenter Zellen wurden 10 ng-50 ng (5 ng 
bei Retransformationen) des Ligationsansatzes gegeben und 30 min auf Eis inkubiert. 
Dann wurden die Zellen einem Hitzeschock (90 s, 42 °C) ausgesetzt, für zwei Minuten 
auf Eis abgekühlt, sofort mit 950 µL LB-Medium versetzt und für eine Stunde bei 
37 °C und 225 rpm inkubiert. Im Anschluss wurden die Zellen 3 min bei 16100 g 
pelletiert und 900 μL des Überstandes verworfen. Das Pellet wurde im restlichen 
Überstand resuspendiert, 10 μL Suspension auf der einen, und 90 μL Suspension auf 
der anderen Hälfte auf einer mit Selektionsmarkern versehenen LB-Agar-Platte 
ausplattiert. Anschließend wurden die Platten bei 37 °C über Nacht im Brutschrank 
inkubiert. 
3.1.6.2 Kotransformation 
Für die in vivo Assemblierung der Phytochrome mit dem Kofaktor PCB wurden beide 
Plasmide gleichzeitig in kompetente Zellen eingebracht. Hierfür wurden 0,8 μL 





(50 ng/μL) in 50 μL chemisch kompetente Zellen (100 μL für BL21 PRO) vermischt 
und 0,3 μL, beziehungsweise 0,9 μL entnommen und die Hitzeschocktransformation 
wie nach 3.1.6.1 durchgeführt. Nach der Inkubation auf Eis wurden 600 μL SOC-
Medium hinzugegeben. Alle weiteren Schritte erfolgten nach 3.1.6.1. 
3.1.7 Plasmidpräparation 
In der vorliegenden Arbeit wurden zwei verschiedene Methoden (Plamidpräparation 
mittels Alkoholpräzipitation oder Bindung an eine Silikamembran) zur Aufreinigung 
von Plasmid-DNA verwendet, die jedoch beide die selektive alkalische Denaturierung 
chromosomaler DNA verwenden, um diese abzutrennen174. Eine Plasmidpräparation 
mittels Alkoholpräzipitation wurde durchgeführt, wenn anschließend ein analyti-
scher Verdau zur Identifikation richtiger Klone erfolgen sollte. 
Zunächst wurde eine 4 mL Übernachtkultur mit den entsprechenden Selektions-
markern des zu präparierenden Klons angesetzt und am nächsten Tag pelletiert 
(2 min, 2665 g). 
3.1.8.1 Plasmidpräparation mittels Bindung an eine Silikamembran 
Die Reinigung der Plasmide erfolgte durch ein QIAprep Miniprep Kit (Qiagen). Nach 
der Abtrennung genomischer DNA erfolgte die weitere Aufreinigung der Plasmid-
DNA durch Bindung an eine Silikamatrix, gefolgt von mehreren Waschschritten. Die 
Elution der DNA erfolgt durch die Verwendung eines Puffers mit niedriger Salzkon-
zentration und basischerem pH-Wert. 
Das Pellet der Übernachtkultur wurde in 250 μL P1-Puffer resuspendiert. Dieser 
EDTA-haltige Puffer dient zur Komplexierung von Magnesium und Calcium, die zur 
Stabilisierung der Zellwand beitragen. Außerdem ist RNase A im Puffer enthalten, 
welche noch vorhandene RNA degradiert. Anschließend wurden 250 μL P2-Puffer 
zugegeben und maximal 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Zugabe, dieses 
alkalischen Puffers bewirkt, dass Proteine und chromosomale DNA vollständig 
degradiert werden. Des Weiteren ist SDS im Puffer enthalten, welches Phospholipide 
und Proteinkomponenten der Zelle löst. Bei einer längeren Inkubationszeit kann die 
Plasmid-DNA irreversibel denaturiert werden. Im nächsten Schritt wurde das Lysat 





acetat neutralisiert die Lösung. Denaturierte DNA und Proteine bilden mit Kaliumdo-
decylsulfat schwerlösliche Komplexe und fallen aus, während die Plasmid-DNA 
aufgrund ihrer stabilen superhelikalen Struktur in Lösung bleibt. Anschließend wurde 
die Probe 10 min bei 16100 g und 4 °C zentrifugiert. Der erhaltene Überstand wurde 
auf eine QIAprep spin-Säule aufgetragen, 5 min inkubiert und 1 min bei 2665 g 
zentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen, die Säule mit 750 μL PE-Puffer 
gewaschen und 1 min bei 2665 g zentrifugiert. Anschließend wurde die Säule in ein 
neues Reaktionsgefäß überführt und 1 min bei 16100 g zentrifugiert. Die Säule wurde 
getrocknet und anschließend 30 μL EB-Puffer auf die Mitte der Säule gegeben und 
nach einer 5 minütigen Inkubation die Säule 1 min bei 16100 g zentrifugiert. 
3.1.8.2 Plasmidpräparation mittels Alkoholpräzipitation  
Zunächst wurde das Pellet in 250 μL P1-Puffer (50 mM Tris/HCl, pH 8,0, 10 mM 
EDTA, 100 µL RNAse A) resuspendiert und durch die anschließende Zugabe von 
250 μL P2-Puffer (200 mM NaOH, 1 % (v/v) SDS) wurden die Zellen unter alkalischen 
Bedingungen lysiert. Nach vorsichtigem Invertieren und einer Inkubation von 5 min 
wurden 350 μL P3-Puffer (3 M KOAc, pH 5,5, 1 % (v/v) SDS) zugegeben. Der Ansatz 
wurde erneut inventiert, 15 min auf Eis inkubiert und zentrifugiert (15 min, 16100 g, 
4 °C). Nach der Überführung des Überstandes in ein neues Reaktionsgefäß wurde 
erneut und unter gleichen Bedingungen zentrifugiert. Anschließend wurde der 
Überstand in ein neues Gefäß überführt, mit 600 μL Isopropanol versetzt, um die 
Plasmid-DNA zu präzipitieren, und anschließend 30 min bei 16100 g und 4 °C 
zentrifugiert. Das farblose Pellet wurde mit 300 μL 70 % (v/v) Ethanol gewaschen 
und 10 min bei 4 °C und 16100 g zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und 
das Pellet unter gleichen Bedingungen erneut zentrifugiert. Anschließend wurde das 
Pellet bei 37 °C im Heizblock getrocknet und anschließend in 30 μL EB-Puffer (10 mM 











Aufgrund der negativen Ladung der DNA-Fragmente können sie in einem polymeren 
Gel durch Anlegen eines elektrischen Feldes ihrer Größe nach aufgetrennt werden. Je 
nach Agarosekonzentration werden unterschiedlich große Poren gebildet, durch die 
kleinere DNA-Fragmente schneller wandern als größere. Des Weiteren werden 
Verunreinigungen wie Nukleotide, Primer oder Salze abgetrennt. Zusätzlich zur Probe 
aufgetragende Standards, die DNA-Fragmente bekannter Größe enthalten, erlauben 
eine Größenbestimmung der Fragmente in der Probe. Die Visualisierung der DNA 
erfolgte entweder durch Zugabe von Ethidiumbromid, das zwischen die Basenpaare 
interkaliert, oder durch Midori Green, das an die DNA bindet. Diese Komplexe können 
durch UV-Licht (256 nm) zur Fluoreszenz angeregt werden (λ = 590 nm). 
Für die Gelelektrophorese wurde eine 1 %ige Agarosegel-Lösung mit TBE-Puffer (1 M 
Tris, 1 M Borsäure, 20 mM EDTA) hergestellt, der 3 µL Midori zugegeben wurde. 
Dieses wurde in eine Gelkammer mit Kamm gegossen. Nach dem Erstarren des Gels 
wurde der Kamm entfernt und das Gel anschließend mit TBE-Puffer überschichtet. Je 
nach verwendetem Probenkamm kann ein analytisches Gel mit kleinen 
Probenkammern (20 µL) oder ein präparatives Gel mit größeren Probekammern 
(80 µL) hergestellt werden. Die DNA-Proben wurden im Verhältnis 6:1 mit 6×DNA-
Probenpuffer (2,5 % (w/v) Xylenxyanol FF, 15 % (w/v) Ficoll Typ 400) versetzt und 
nach vorsichtigem Durchmischen in die Geltasche pipettiert. Zusätzlich wurden 
2,5 μL als Marker aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgte bei einer Spannung von 
120 mA. Wenn kein Midori zugesetzt wurde, erfolgte eine Inkubation des Gels in 
einer Ethidiumbromid-Lösung (0,5 µg/mL in dH2O). In beiden Fällen fand eine 
anschließende Dokumentation unter UV-Licht statt. 
3.2.2 Photometrische Bestimmung der Nukleinsäure-Konzentration 
Die Konzentration der DNA lässt sich photometrisch durch das Absorptionsmaximum 
der Pyrimidin- und Purinbasen bei 260 nm bestimmen. Eine Absorption von 1,0 
entspricht bei doppelsträngiger DNA einer Konzentration von 50 ng/µL175. Um den 





bei 260 nm und 280 nm gemessen und der Quotient der gemessenen Werte gebildet, 
da die aromatischen Aminosäuren bei 280 nm ihr Absorptionsmaximum besitzen. 
Die Messungen erfolgten an einem Nanodrop, welches gleichzeitig Absorption bei 
260 nm und 280 nm misst und daraus sowohl die Konzentration, als auch die 
Reinheit der Probe bestimmen kann. Nach der Messung von 1 µL Referenzlösung 
wurde im Anschluss 1 µL Probe vermessen. 
3.2.3 DNA-Sequenzierung 
Die Sequenzierung der DNA-Sequenzen erfolgte durch die Firma GATC nach der 
Didesoxymethode nach Sanger176. 
Ausgehend von einem Primer bekannter Sequenz, welcher nahe an dem zu 
analysierenden Sequenzabschnitt bindet, werden in einer Polymerasekettenreaktion 
die zur unbekannten DNA-Sequenz komplementären DNA-Stränge verlängert. Durch 
den Einbau eines fluoreszenzmarkierten-2‘,3‘-Didesoxyanalogons wird die Synthese 
der komplementären DNA abgebrochen, da aufgrund der fehlenden Hydroxygruppe 
keine weitere Phosphodiesterbindung geknüpft werden kann. Anschließend werden 
die DNA-Fragmente durch eine Kapillarelektrophorese der Länge nach aufgetrennt 
und die unterschiedliche Fluoreszenz detektiert.  
Für eine Analyse wurden 500 ng aufgereinigte DNA sowie 20 μL eines 





3.3 Proteinchemische Methoden 
3.3.1 Testexpression und analytischer Aufschluss 
Um Bedingungen zu finden, unter denen lösliches Protein produziert wird, wurden 
Testexpressionen im 50 mL Maßstab durchgeführt. 
Zunächst wurden E. coli Stämme mit den entsprechenden Plasmiden tranformiert. 
Anschließend wurden 5 mL LB-Medium mit dem entsprechendem Selektionsmarker 
als Übernachtkultur mit einem Transformanden von der Agar-Platte angeimpft. Am 
nächsten Tag wurden 50 mL vorgewärmtes (37 °C) LB-oder TB-Medium mit 
Selektionsmarker mit dieser Kultur im Verhältnis 1:200 inokuliert. Die Kolben 
wurden bei 37 °C schüttelnd bei 150 rpm bis zu einer OD595 von 0,5 inkubiert. 
Anschließend wurde auf die gewünschte Temperatur gesenkt, mit IPTG (0,1 μM–
0,1 mM) oder einer Mischung aus IPTG und Arabinose (0,2-0,4 %) induziert sowie 
eine to-Probe (1 mL) zum Auftrag auf ein SDS-PAGE-Gel entnommen. Nach dem 
Beenden der Expression wurde eine t1-Probe (1 mL) entnommen, diese 1:10 
verdünnt und die OD595 bestimmt. Zur Überprüfung der Induktion wurden die 
entnommenen Proben für eine SDS-PAGE vorbereitet indem sie 5 min bei 4 °C und 
16100 g zentrifugiert und das Pellet mit 500 μL SDS-Probenpuffer versetzt wurde. 
Die restliche Kultur wurde pelletiert (30 min, 1699 g, 4 °C), in 2 mL des 
entsprechenden Puffers resuspendiert und auf 1,5 mL Reaktionsgefäße aufgeteilt. Für 
den analytischen Aufschluss wurden die Pellets mit 1 μL Lysozym sowie 1 μL PMSF 
versetzt und nach einer zehn-minütigen Inkubation bei 37 °C durch Ultraschall 
(3×20 s, Cycle 30-40, Leistungsstufe 3-4 mit 20 s Inkubation auf Eis zwischen den 
Pulsen) oder eine Glaskugelnmühle (2×30 s, Speed 6; 5 minütige Inkubation auf Eis 
zwischend den Durchgängen) lysiert. Anschließend wurden die unlöslichen 
Bestandteile durch Zentrifugation (30 min, 16100 g, 4 °C) abgetrennt. Für eine SDS-
Probe wurden 50 μL des Überstandes mit 50 μL SDS-Probenpuffer versetzt und das 
Pellet in 200 μL SDS-Probenpuffer resuspendiert. Abschließend wurden die SDS-








Zur Lagerung der Transformanden im Expressionsstamm wurden Glycerinkulturen 
hergestellt, aus denen Übernachtkulturen für die präparative Expression angesetzt 
werden konnten.  
Für die Herstellung wurden 4 mL LB-Medium mit Selektionsmarkern versetzt und 
mit einer Kultur von einer LB-Agarplatte inokuliert. Die Kultur wurde bei 37 °C und 
225 rpm bis zu einer OD595 von 0,5-0,6 inkubiert, anschließend wurden 250 μL mit 
500 μL sterilem Glycin (87 %(v/v)) versetzt, gevortext und sofort in flüssigem 
Stickstoff eingefroren. Die Lagerung der Glycerinstocks erfolgte bei -80 °C. 
3.3.3 Präparative Expression 
Für die heterologe Überproduktion der rekombinanten Proteine wurde zunächst eine 
5 mL LB-Übertagkultur mit Selektionsmarker aus Glycerinkulturen angeimpft und 
von dieser eine 50 mL LB-Übernachtkultur mit Selektionsmarker inokuliert. Je 2 L LB-
oder TB-Medium wurden mit Selektionsmarker im Verhältnis 1:100 mit der 
Übernachtkultur angeimpft und bei 37 °C und 120 rpm inkubiert. Bei einer OD595 von 
0,5 bis 0,6 wurde die Temperatur gesenkt und mit IPTG oder IPTG und Arabinose 
induziert (siehe Tabelle 3.5) sowie die Kultur für weitere 22 h inkubiert. 
Tabelle 3.5: Produktionsbedingungen für die verwendeten Proteine.  
 PAPP5 PAPP2c PhyA PhyB WT/ Hybride PhyB Varianten 
Medium TB TB LB TB TB 
Temperatur 21 °C  37 °C 18 °C 18 °C 
IPTG-Konzentration 0,1 mM 1 mM 0,5 mM 1 mM 1 mM 
Arabinose    0,4 %  
 
Anschließend wurden die Kulturen in JA-10 Bechern 15 min bei 8200 g und 4 °C 
zentrifugiert. Das Pellet wurde im entsprechenden Puffer (siehe Tabelle 3.6) 
resuspendiert und in 35 mL Aliquots in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bis 












3.3.4 Präparativer Aufschluss 
Der präparative Zellaufschluss erfolgte durch einen Hochdruckhomogenisator 
(French Press). Dabei wird die Zellsuspension mittels hohem Druck durch eine kleine 
Öffnung gedrückt und durch die auftreten der Scherkräfte erfolgt die Lyse der Zellen.  
Die Zellsuspension (35 mL) wurde mit 3,5 μL PMSF (200 mM), 28 μL Lysozym 
(50 mg/mL), und 30 μL EDTA (100 mM) sowie einer Spatelspitze Desoxyribo-
nuklease I (DNAseI) versetzt und für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die 
vorgekühlte Hochdruckzelle wurde anschließend mit der ebenfalls gekühlten 
Zellsuspension befüllt und die Zellen bei einem Druck von 1200 psi lysiert. Danach 
wurden sowohl Zelle als auch Zellsuspension erneut gekühlt, bevor die Prozedur 
wiederholt wurde (2-3 Mal). Die unlöslichen Bestandteile wurden anschließend 
durch Zentrifugation (JA-20 Becher, 30 min, 40000 g, 4 °C) abgetrennt. Das Pellet 
wurde mit dem zum Lysat equivalentem Volumen an Puffer versetzt und 
resuspendiert. Für die SDS-PAGE wurden 50 μL des Überstands und 50 μL Pellet 
entnommen und zu jeweils 50 μL SDS-Probenpuffer gegeben.  
3.3.5 Ni-NTA-Affinitätschromatografie 
Durch die verwendeten Vektoren wurden die Proteine als Fusion mit einem N-
terminalen oder C-terminalen Hexa-Histidin-Tag hergestellt. Bereits 1975 wurde 
diese Technik von PORATH verwendet um Proteine mittels Chelatisierung an 
Metallionen zu isolieren177,178. Als Säulenmaterial wird Nitrilotriessigsäure (NTA) 
verwendet, die Nickel-Ionen komplexiert. Im Austausch gegen zwei Wassermoleküle 
kann Nickel mit zwei Histidinen interagieren. Die Elution erfolgt durch die Zugabe des 
Histidin-Strukturanalogons Imidazol im Überschuss (100 mM – 500 mM). 
PAPP5 PAPP2c PhyA PhyB/Hybride 
50 mM Tris 50 mM Tris 50 mM HEPES 50 mM Tris 
100 mM NaCl 500 mM NaCl 500 mM NaCl 300 mM NaCl 
4 mM MnCl2 1 mM IDA 1 mM IDA 1 mM IDA 
 20 % Glycerin 20 % Glycerin 10 % Glycerin 
1 mM β-Mercapto-
ethanol 











3.3.5.1 Analytische Ni-NTA-Affinitätschromatografie 
Um das Bindeverhalten des produzierten Proteins an eine Ni-NTA-Matrix zu 
überprüfen oder einen pull-down durchzuführen, wurde die analytische Ni-NTA-
Affinitätschromatografie verwendet.  
Zunächst wurde die Ni-NTA spin column (Qiagen) mit 600 μL Puffer äquilibriert und 
anschließend bei 270 g und 4 °C für 2 min zentrifugiert. Danach wurden 600 μL der 
Proteinlösung mit Hexa-Histidin-Tag aufgetragen, 1 min auf Eis inkubiert und bei 
200 g und 4 °C für 5 bis 10 min zentrifugiert. Anschließend wurde mit 600 μL Puffer 
gewaschen und 600 μL Protein ohne Tag zugegeben, 1 min auf Eis inkubiert und bei 
200 g und 4 °C für 5 bis 10 min zentrifugiert. Anschließend wurde erneut mit 600 μL 
gewaschen und mit 300 μL Elutionspuffer (siehe Tabelle 3.7) bei 270 g und 4 °C für 
5 min eluiert. 
Es wurden von allen Fraktionen jeweils 50 μL SDS-Proben genommen, mit 50 μL SDS-
Probenpuffer versetzt und auf eine SDS-PAGE aufgetragen. 
3.3.5.2 Präparative Ni-NTA-Affinitätschromatografie 
Bei einer präparativ durchgeführten Ni-NTA-Affinitätschromatografie wurde der 
filtrierte Überstand des Zellaufschlusses über eine Peristaltikpumpe mit einer 
Geschwindigkeit von 1 mL/min auf eine mit je fünf Säulenvolumen dH2O und Puffer 
äquilibrierte Ni-NTA-Säule (1 mL oder 5 mL Ni-NTA-Säulenmaterial, Qiagen) auf-
getragen. Anschließend wurde die Säule mit 1 Säulenvolumen Puffer gewaschen und 
an das Äkta-Purifier-System (GE Healthcare) angeschlossen. Die Elution des Proteins 
erfolgte durch die stufenweise (PhyA, PAPP2c) oder lineare (PAPP5, Hybrid, PhyB) 
Erhöhung der Imidazolkonzentration. Eine Auflistung der verwendeten 
Elutionspuffer findet sich in Tabelle 3.7. Nach der Verwendung wurde das 









Tabelle 3.7: Auflistung der verwendeten Elutionspuffer für die Ni-NTA-Affinitätschromatografie. 
PAPP5 PAPP2c PhyA PhyB/Hybride 
50 mM Tris 50 mM Tris 50 mM HEPES 50 mM Tris 
100 mM NaCl 500 mM NaCl 500 mM NaCl 300 mM NaCl 
250 mM Imidazol 250 mM Imidazol 500 mM Imidazol 250 mM Imidazol 









pH 8,0 pH 7,5 pH 8,0 pH 7,5 
 
3.3.6 Konzentrieren von Proteinlösungen durch Zentrifugation 
Die Konzentration von Proteinlösungen wurde durch Zentrifugieren in 
Konzentratoren (Amicon Ultra, Millipore) für 3 bis 10 min bei 2880 g und 4 °C erhöht. 
Nach jedem Zentrifugationsschritt wurde die Lösung auf- und abpipettiert, um den 
entstandenen Konzentrationsunterschied auszugleichen.  
3.3.7 Pufferwechsel 
Um einen Pufferwechsel bei Proteinlösungen durchzuführen, wurde eine spezielle 
Größenausschlusschromatografie genutzt, bei welcher Säulen mit einem sehr kleinen 
Ausschlussvolumen (5 kDa) verwendet wurden. Dies führt dazu, dass alle 
untersuchten Proteine im Ausschlussvolumen in der mobilen Phase eluieren. Hierfür 
wurden PD-10 Säulen (GE Healthcare) oder PD MiniTrap G25-Säulen (GE Healthcare) 
eingesetzt. Zunächst wurden die Säulen mit 3 Säulenvolumen des Zielpuffers 
äquilibriert, bevor 2,5 mL (PD-10 Säule), beziehungsweise 0,5 mL (G-25 Säule) 
Proteinlösung aufgetragen und mit 3,5 mL, respektive 1 mL des Zielpuffers eluiert 
wurde. 
3.3.8 Thrombin-Verdau 
Da der Hexa-Histidin-Tag Einfluss auf die Messungen zur Charakterisierung der 
Proteine nehmen kann, wurde dieser mittels Thrombin-Verdau für eine Stunde oder 
über Nacht bei 4 °C abgespalten. Hierbei wurden pro mg Protein 102 Units der 
Protease eingesetzt, die eine Aktivität von 41 Units pro mg aufweist. Durch eine 
reverse Ni-NTA konnte der abgespaltene Hexa-Histidin-Tag vom Protein abgetrennt 






Eine weiterführende Reinigung der Proteine erfolgte durch die Gelfiltrations-
chromatografie. Sie basiert auf den unterschiedlichen hydrodynamischen 
Durchmesser der Proteine, die auf Grund dessen unterschiedlich schnell durch ein 
poröses Säulenmaterial wandern. Kleinere Proteine können in die Poren des 
Säulenmaterials hineindiffundieren und eluieren daher langsamer als größere 
Proteine. Da der hydrodynamische Durchmesser mit dem Molekulargewicht (MW) 
korreliert, kann über die Retentionszeit (TR) einer kalibrierten Säule das 
Molekulargewicht abgeschätzt werden (siehe Formel 3.3). 
𝑇𝑅 ∝ −lg (𝑀𝑊) 
Formel 3.3: Zusammenhang der Rententionszeit (TR) mit dem dekadischen Logarithmus (lg) des 
Molekulargewichts (MW). 
 
Die Säulen (GE Healthcare) wurden vor der Verwendung mit zwei Säulenvolumen 
dH2O und Gelfiltrationspuffer (siehe Tabelle 3.8) an einem Äkta-Purifier-System (GE 
Healthcare) äquilibriert. Die Kalibration wurde mit einem Gel Filtration Calibration 
Kit HMW oder LMW (GE Healthcare) durchgeführt.  
Tabelle 3.8: Auflistung der Gelfiltrationspuffer für die jeweiligen Proteine.  
 
Die Eigenschaften der aufgetragenen Proteinproben sowie der maximale Druck und 
die Flussrate der Säulen sind in Tabelle 3.9 angegeben. Die Detektion erfolgte bei 
280 nm und zusätzlich bei 235 nm, wenn die Proteine einen geringen 
Extinktionskoeffizienten bei 280 nm besaßen. Bei Phytochromen wurde zusätzlich zu 
280 nm noch der Kofaktor PCB bei den Wellenlängen 660 nm sowie 700 nm verfolgt. 
Nach der Elution der Proteine wurde die Säule mit je zwei Säulenvolumen dH2O und 
20 % Ethanol gespült. 
PAPP5 PAPP2c PhyA PhyB/Hybride 
50 mM Tris 50 mM Tris 50 mM HEPES 50 mM Tris 
300 mM NaCl 500 mM NaCl 500 mM NaCl 300 mM NaCl 
1 mM EDTA  1 mM EDTA 5 mM EDTA 
4 mM MnCl2 20 % Glycerin 20 % Glycerin 10 % Glycerin 
1 mM β-Mercapto-
ethanol 




















Maximaler Druck 1,50 MPa 0,35 MPa 0,35 MPa 
Flussrate 0,5 mL/min 1 mL/min 2 mL/min 
Probenvolumen 0,25 mL 2 mL 2 mL 
Maximale 
Probenkonzentration 







Die SDS-PAGE (engl.: Sodium dodecylsulfate polyacrylamide gel electrophoresis) dient 
zur Identifizierung von Proteinen sowie der Bestimmung ihres Reinheitsgrades. Sie 
basiert auf der Wanderung geladener Teilchen in einem elektrischen Feld. Dabei 
bewirken unterschiedliche Ladungen und Größen der Teilchen eine unterschiedliche 
elektrophoretische Mobilität, was im Falle der SDS-PAGE zu einer Auftrennung der 
Proteine anhand ihrer Masse führt179.  
Der Zusatz von SDS und –Mercaptoethanol zum Probenpuffer bewirkt zunächst eine 
Denaturierung und somit eine Linearisierung der Proteine, indem fast alle nicht-
kovalenten Wechselwirkungen und Disulfidbrücken aufgelöst werden. Unterstützt 
wird dies durch kurzes Erhitzen der Probe. Weiterhin maskiert SDS die Eigenladung 
der Proteine. Die so behandelten Proben werden anschließend auf das Gel aufge-
tragen. Die Probe durchläuft zunächst ein Sammelgel, welches zur Erhöhung der 
Auflösung durch eine Fokussierung der Proteinprobe dient. Als Sammel- und 
Trenngel dient ein Polyacrylamidgel, welches chemisch inert und sehr stabil ist. Die 
Polymerisation des Acrylamids findet dabei über einen Quervernetzer, das N,N‘-
Methylenbisacrylamid (BIS), dem Katalysator N,N,N‘,N‘-Tetramethylethylendiamin 
(TEMED, TMEDA) und dem Radikalstarter Ammoniumperoxodisulfat (APS, PER), 
statt. Die Porengröße und der Vernetzungsgrad kann durch die 
Acrylamidkonzentration variiert werden. Durch anschließendes Anlegen eines 
elektrischen Feldes migrieren die negativ geladenen Proteine zur Anode und trennen 
sich nach ihrer relativen molaren Masse auf, wobei Proteine kleiner molarer Masse 
schneller migrieren können als die größerer. Nach Abschluss der elektrophoretischen 
Trennung können die Proteine mit einem Farbstoff, wie zum Beispiel Coomassie-Blau, 
sichtbar gemacht werden. 
Zum Gießen einer SDS-PAGE wurde die Gelgießapparatur zu ¾ mit Trenngel befüllt 
und mit Isopropanol überschichtet. Nach der Polymerisation und Entfernung des 
Isopropanols wurde das Sammelgel über das Trenngel aufgetragen und die Kämme 
eingesetzt. Tabelle 3.10 zeigt die Zusammensetzung der in dieser Arbeit verwendeten 





Tabelle 3.10: Zusammensetzung von Trenn- und Sammelgelen für die SDS-PAGE-Gelelektrophorese. 
Substanz 
Volumen 
12 % Trenngel 
Volumen 
Sammelgel 
Acrylamid (30 %) 30 mL 6,7 mL 
SDS (10 %) 750 μL 500 μL 
dH2O 19,3 mL 32,9 mL 
Trenngelpuffer 25 mL - 
Sammelgelpuffer - 10 mL 
TEMED 75 μL 50 μL 
APS 375 μL 500 μL 
 
Für die SDS-PAGE wurden die Proben mit Probenpuffer (62,5 mM Tris/HCl, 15 % 
Glycerin, 4 % (w/v) SDS, 2 mg Bromphenol und 4 % (w/v) β-Mercaptoethanol) 
versetzt, fünf Minuten bei 95 °C denaturiert und zwei Minuten bei 16100 g zentri-
fugiert, bevor sie aufgetragen wurden. Anschließend wurden die Gele mit Laufpuffer 
(250 mM Tris, 2 M Glycin, 1 % (w/v) SDS) überschichtet und die Elektrophorese bei 
40 mA pro Gel durchgeführt. 
Nach dem Entfernen des Sammelgels wurde das Trenngel gewaschen, in der 
Färbelösung (0,25 % (w/v) Coomassie Brilliant Blue, 5 % (v/v) Essigsäure, 50 % 
(v/v) Ethanol) erwärmt, 15 min inkubiert und abschließend mit Entfärberlösung 
(5 % (v/v) Essigsäure, 28 % (v/v) Isopropanol) behandelt180.  
3.4.2 Nachweis des Tetrapyrrol-Kofaktors 
Die Tatsache, dass der verwendete Kofaktor der Phytochrome, PCB, in Anwesenheit 
von Zinkacetat einen Komplex bildet, der mit UV-Licht angeregt werden kann, wird 
als Nachweis der Produktion des Holoenzyms verwendet. Hierfür wurde die SDS-
PAGE vor der Anfärbung mit Coomassie 30 min in einer 2 mM Zinkacetat-Lösung 
inkubiert. Die Dokumentation erfolgte anschließend unter UV-Licht181.  
3.4.3 Western-Blot 
Bei einem Western-Blot werden die Proteinbanden einer ungefärbten SDS-PAGE 
elektrophoretisch auf eine Nitrocellulosemembran übertragen, welche dort in einer 
spezifischen Antigen-Antikörper-Wechselwirkung detektiert werden können. Es wird 
ein anti-Penta-His-HRP-Konjugat verwendet, das spezifisch an den Hexa-Histidin-Tag 





(horseradish peroxidase, kurz: HRP) kann eine durch die Oxidation von Luminol 
ausgelöste Chemilumineszenz auf einem Film festgehalten werden182.  
Der Elektroblot für den Western-Blot wurde nach der semi-dry-Methode 
durchgeführt183. Für den Transfer der Proteinbanden auf eine Nitro-
cellulosemembran (GE Healthcare) wurde zunächst die Membran und acht Whatman-
Filterpapiere auf die Trenngelgröße zugeschnitten und die Membran für 30 min in 
Transferpuffer (25 mM Tris/HCl pH 8,0; 150 mM Glycin, 10 % (v/v) Methanol) 
inkubiert. Anschließend wurden in die Blottingapparatur von der Anode ausgehend 
vier Whatman-Filterpapiere, die Nitrocellulosemembran, die SDS-PAGE und darauf 
vier weitere Whatman-Filterpapiere gelegt. Bei maximal 5 V pro Gel wurde 80 min 
geblottet. Um zu überprüfen, ob die Übertragung der Proteinbanden auf die 
Nitrocellulosemembran stattgefunden hat, wurde die Membran reversibel mit einem 
Tintenstain angefärbt. Dazu wurde diese für circa 5 min in Tinten-Lösung (2 % Tinte, 
1 % Essigsäure) geschwenkt und die Markerbanden markiert. Nach Entfernen der 
Tinte mit 0,1 M NaOH-Lösung wurde die Membran mit dH2O gespült und in 20 μL 
Blocking-Puffer (0,1 mg Blocking-Reagenz, 20 mL Blocking-Puffer, 20 µL Tween-20) 
bei 4 °C inkubiert, um die restlichen Proteinbindungssstellen abzusättigen.  
Nach einem zweimaligen Inkubieren für 10 min in TBS-T-Puffer (20 mM Tris/HCl 
pH 7,5; 150 mM NaCl; 0,1 % Tween-20,) und TBS-Puffer (50 mM Tris/HCl pH 8,0; 
138 mM NaCl; 2,7 mM KCl) wurde die Membran für 1 h in 20 mL Block-Puffer 
gegeben, zu dem 1:3000 anti-Penta-His-HRP-Konjugat zugesetzt wurde. 
Anschließend erfolgte eine erneute Inkubation in TBS-T-Puffer und TBS-Puffer unter 
den gleichen Bedingungen wie zuvor. Um die Chemolumineszenz-Reaktion zu starten, 
wurden 2 mL ECL-Lösung (1:50 Solution B/Solution A, GE Healthcare Western 
Blotting detection system) auf die Membran gegeben und die Membran für 1 min bei 
RT inkubiert. Anschließend wurde die Membran mit dH2O gewaschen und unter 
Sicherheitslicht in einer Röntgenkassette für 1 min bis 10 min mit einem ESL-
Hyperfilm inkubiert. Daraufhin wurde der Film mit der Entwickler-Lösung (Kodak 
Professional D-19, Kodak) inkubiert, bis die Ecken schwarz wurden und die Reaktion 
mit einem Gemisch aus dH2O und Essigsäure gestoppt. Abschließend wurde der Film 






3.4.4 Dynamische Lichtstreuung 
Die dynamische Lichtstreung (DLS) wird in der Biochemie verwendet um hydro-
dynamische Radien, Verteilungsbreiten (Polydispersitäten) und Aggregationseffekte 
von Proteinen bestimmen zu können.  
Trifft monochromatisches Licht eines Lasers auf Partikel in Brownscher Bewegung, 
verursacht dies eine Fluktuation der Streuintensität. Die Schnelligleit der Fluktuation 
der Lichtintensität ist abhängig von der Größe der Makromoleküle. Zur Bestimmung 
der Korrelationsfunktion wird in unterschiedlichen Zeitabständen die Streulicht-
intensität der Proben analysiert und miteinander verglichen. Für die Annahme, dass 
Proteine als starre Kugeln zu betrachten sind, ergibt sich mittels der 
Korreltaionsfunktion der Diffusionskoeffizient (D). Aus diesem lässt sich bei 
bekannter Viskosität des Lösungsmittels über die Stokes-Einstein-Gleichung der 
hydrodynamische Radius (Rh) berechnen184 (siehe Formel 3.4). 
𝐷 = 
𝑘 ∙ 𝑇
6 ∙ 𝜋 ∙ 𝜂0 ∙ 𝑅ℎ
 
Formel 3.4: Die Stokes-Einstein-Gleichung gibt den Zusammenhang zwischen Diffusionskoeffizient (D) 
und hydronomischen Radius (Rh) an. Der Diffusionskoeffizient ist abhängig von der Boltzmann-Konstante 
(k), der Temperatur (T), der Viskosität des Lösungsmittels (η0) und dem hydronomischen Radius (Rh). 
 
Die Standardabweichung des hydrodynamischen Radius gibt die Polydispersität der 
Makromoleküle in Lösung an. So werden Proben mit einer Polydispersität kleiner 
15 % als monodispers und mit einem Wert größer 30 % als polydispers beschrieben 
klassifiziert185.  
Die Messungen wurden mit einem SpectroLight 600 Instrument (Xtal Concepts) 
durchgeführt. Zunächst wurden die Proben 10 min bei 16100 g und RT zentrifugiert. 
Anschließend wurde 1 μL einer 20 μM Proteinlösung in KP-Puffer (25 mM Tris 
pH 7,5; 5 mM MgCl2; 20 mM Mg(CH3COO)2; 0,2 mM EGTA; 0,2 mM EDTA) auf eine 96-







3.4.5 Bestimmung der Proteinkonzentration 
Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte am Nanodrop oder durch einen 
Bradford-, beziehungsweise Bicinchoninsäure (BCA)-Assay. 
3.4.6 Bradford-Assay 
Der Bradford-Assay wurde 1976 entwickelt und basiert auf der Stabilisierung der 
Sulfonatform des Farbstoffs Coomassie-Brilliantblau G250 durch die Wechselwirkung 
mit kationischen Seitenketten in saurem Milieu. Hierbei wird das 
Absorptionsmaximum von 465 nm zu 595 nm (anionische Sulfonatform) 
verschoben186. Der Test ist eine empfindliche photometrische Methode zur 
quantitativen Bestimmung von Proteinen bis zu Konzentration im Bereich mehrerer 
Mikrogramm pro Milliliter.  
Zur Ermittlung der Proteinkonzentration wurde Bradfordlösung (Biorad) im 
Verhältnis 1:4 mit dH2O versetzt und 999 μL dieser Lösung mit 1 μL Proteinlösung 
versetzt. Nach einer Inkubationszeit von fünf Minuten wurde die Extinktionen bei 
einer Wellenlänge von 595 nm gemessen. Als Referenz diente eine Probe ohne 
Proteinlösung. Durch eine mit BSA aufgenommenen Kalibrationsgerade kann die 
Proteinkonzentration abgeschätzt werden. 
3.4.7 Bicinchoninsäure (BCA)-Assay 
Beim 1985 von Smith entwickelten BCA-Assay wird bei Anwesenheit von Proteinen 
Cu(II) zu Cu(I) reduziert. Das reduzierte Kupfer reagiert mit Bicinchoninsäure zu 
einem violetten Komplex, der bei 562 nm ein Absorptionsmaximum aufweist187. 
Zu 1000 μL Reagenz A (enthält Bicinchoninsäure, Interchim) wurden 20 μL Reagenz B 
(enthält CuSO4, Interchim) gegeben sowie 50 μL Proteinlösung und für 30 min bei 
37 °C inkubiert. Als Referenz wurden 50 μL dH2O verwendet. Im Anschluss wurde die 
Absorption bei 562 nm gemessen. Durch eine zuvor mit BSA aufgenommenen 








Die UV/Vis-Spektroskopie wurde verwendet um konformelle Informationen über den 
an Phytochrome gebundenen Tetrapyrrol Kofaktor, in dieser Arbeit Phycocyanobilin 
(PCB), zu erhalten. PCB ist ein lineares Tetrapyrrol, das aus konjugierten 
Doppelbindungen besteht und auf Grund dessen im UV/Vis-Bereich absorbiert. Zu 
Phytochromobilin, dem nativen Kofaktor der Pflanzen unterscheidet es sich lediglich 
um eine Doppelbindung am D-Ring. 
Die Messungen wurden an einem V-660 Spektrometer (JASCO) bei 8 °C 
beziehungsweise 20 °C durchgeführt. Zunächst wurde eine Basislinie mit dem 
verwendeten Puffer aufgenommen, welche von den später gemessenen Protein-
spektren automatisch abgezogen wurden. Jeweils drei Spektren wurden aufgenom-
men und akkumuliert. Die für die Messungen verwendeten Parameter sind in Tabelle 
3.11 aufgeführt. 
Tabelle 3.11: Parameter für die Aufnahme von UV/Vis-Spektren am V-660 Zweistrahlspektrometer. 
Parameter Wert 
Messbereich 200-800 
Dateninterval 0,5 nm 
Bandbreite 10 nm 
Response fast 
Messgeschwindigkeit 1000 nm/min 




Die Absorptionsmessungen wurden jeweils nach 2 min oder 4 min Bestrahlung mit 
rotem (635 nm) oder dunkelrotem Licht (735 nm) durchgeführt.  
3.5.2 Circulardichroismus-Spektroskopie  
Die Circulardichroismus-Spektroskopie (CD-Spektroskopie) liefert Informationen 
über möglicherweise vorhandene Kofaktoren, Sekundärstrukturanteile sowie den 
Schmelzpunkt des jeweiligen Proteins. 
Bei der CD-Spektroskopie wird monochromatisches Licht durch ein hochfrequentes 





Proteine, die eine optische Aktivität besitzen, absorbieren die Strahlung 
unterschiedlich stark. Aus der resultierenden Differenz ergibt sich die Elliptizität 
(Θ)188. Für Proteine wird die mittlere molare Elliptizität ([Θ]𝑀𝑅𝑊) angegeben, die 
abhängig von der molaren Masse (M), der Konzentration (𝑐), der Schichtdicke (𝑑) und 
der Anzahl der Aminosäuren (𝑁𝐴𝑆) ist189 (siehe Formel 3.5). 
[Θ]𝑀𝑅𝑊 =
Θ ∙ M
𝑐 ∙ 𝑑 ∙ (𝑁𝐴𝑆 − 1)
 
Formel 3.5: Die mittlere molare Elliptizität ([Θ]MRW) ist abhängig von Elliptizität ([Θ]), der molaren Masse 
(M), der Konzentration (c), der Schichtdicke (d), sowie der Anzahl der Aminosäuren (NAS). 
 
Für die Kofaktoruntersuchung wurde ein Nah-UV/Vis-CD-Spektrum aufgenommen. 
Zur Bestimmung der Sekundärstrukturanteile wird ein Fern-UV-CD-Spektrum 
gemessen. Für beide Messungen wurde zunächst eine Basislinie mit dem 
verwendeten Puffer gemessen und anschließend wurde das Spektrum der Protein-
lösung aufgenommen, von dem die Basislinie automatisch abgezogen wurde. Die 
Messung wurde drei Mal wiederholt und die Spektren anschließend akkumuliert. Die 
für die Messung verwendeten Parameter sind in Tabelle 3.12 aufgeführt. 
Zur Messung der thermischen Stabilität wurde die Proteinlösung der Fern-UV/Vis-
CD-Messung verwendet. Die Entfaltungskurve wurde am Elliptizitätsminimum des 
Fern-UV/Vis-Spektrums aufgenommen. 
Tabelle 3.12: Parameter für die Aufnahme von CD-Spektren am J-810-Spektropolarimeter. 
 Nah-UV/Vis-CD Fern-UV-CD Tm-Kurve 
Konzentration Probe mind. 50 μM 5 μM 5 μM 
Schichtdicke Küvette 0,1 cm 0,1 cm 0,1 cm 
Temperatur 20 °C 20 °C 20-95 °C 
Messbereich 800-240 nm 280-198 nm  
Schichtdicke Küvette 0,1 cm 0,1 cm 0,1 cm 
Messgeschwindigkeit 100 nm/min 50 nm/min  
Dämpfung 1 s 2 s  
Bandbreite 1 nm 1 nm 2 nm 
Heizrate   2 °C/min 
Schrittweite   0,5 °C 
 
Um die Dunkelreversionsrate zu bestimmen, wurde das Protein mit rotem Licht 
bestrahlt und alle 20 min oder 30 min der Bereich zwischen 705 nm und 720 nm, 






Raman-Spektroskopie beruht auf einem von Raman und Krishnan 1928 
beschriebenen Phänomen, bei dem neben der „normalen“ Lichtstreuung auch 
Streuung mit verschobenen Frequenzen beobachtet wird. Für die Bioanalytik wurde 
diese Methode erst zugänglich mit der Anwendung von Lasern.  
Im Allgemeinen wechselwirken Photonen des einstrahlenden Lichts mit den 
Molekülen einer Probe. Die Raman-Streuung kann als unelastische Streuung eines 
Photons an Molekülen aufgefasst werden, bei der das emittierte Licht auf Grund der 
unelastischen Wechselwirkung mit dem Molekül eine verschobene Frequenz 
gegenüber dem einfallenden Licht besitzt. Beide Richtungen der Energieübertragung 
sind möglich: Stokes-Linien (Verschiebung zu kleineren Energien; Energieüber-
tragung von Photon auf Materie) und Anti-Stokes-Linien (Verschiebung zu höheren 
Energien; Energieübertragung von Materie auf Photon). Das Raman Spektrum wird 
erhalten indem die Intensität des emittierten Lichts als Funktion der Differenz 
(eingestrahlte minus emittierte Wellenlänge) aufgetragen wird und ist 
charakteristisch für das streuende Molekül. Die Wahrscheinlichkeit der Wechsel-
wirkung ist allerdings sehr gering, was auch die hohe benötigte Anregungsintensität 
erklärt. 
Für Resonanz-Raman-Messungen werden abstimmbare Laser benötigt, welche es 
erlauben die Anregungsenergie auf die Absorptionsbanden der elektronischen 
Übergänge von Chromophoren einzustellen. Hierbei lassen sich auf Grund der 
höheren Polarisierbarkeit des Moleküls, Raman-Linien des Chromophors von den 
Raman-Linien des gesamten Moleküls unterscheiden, da die Resonanzverstärkung 
nur auf die Signale des Chromophors zutrifft. 
All Proben wurden zunächst in folgenden Puffer überführt: 50 mM Tris/HCl pH 7,8; 
300 mM NaCl und 5 mM EDTA. Für den Deuterium-Puffer wurde entsprechend D2O 
(Deutereo GmbH) verwendet. Anschließend wurden die Proben mit einem 
Zentrifugenfilter (0,5 mL Ultra Microcons; 30 kDa, Amicon) bei 14500 g bis zu einer 
OD280 von 60-100 konzentriert. Für die deuterierten Proben erfolgte der Wasserstoff-
Deuterium Austausch durch drei Waschschritte, jeweils 30 min bei 14500 g. Die 





Die Messungen wurden an einem FT Raman Spektrometer RFS 100/S (Bruker) mit 
einer Anregung von 1064 nm (Nd:YAG cw Laser; Bandbreite: 1 cm-1) und einem 
Stickstoff-gekühltem Kryostaten (Resultec, Linkham) durchgeführt. Die Spektren 
wurden bei -140 °C mit einer effektiven Laserenergie von 690 mW aufgenommen. Für 
jedes Spektrum wurde eine Akkumulationszeit von einer Stunde (Mittelwert von 
2000 individuellen Interferogrammen) gewählt und die Auflösung auf 4 cm-1 gesetzt. 
Es wurden jeweils 6 μL Probe pro Messung verwendet, die zuvor mit rotem (660 nm) 
oder dunkelrotem  Licht (785 nm) bestrahlt wurden. Als Sicherheitslicht wurde 
grünes Licht (530 nm) verwendet. Die Datenprozessierung erfolgte mit der Software 
OPUS 5.5. Nach einer Fourier-Transformation der aufgenommenen Interferogramme 
wurde manuell von den experimentellen RR Spektren eine polynomale Basislinie 
subtrahiert. 
Die Messungen und Analysen der Daten wurden von David Buhrke aus der Gruppe 


















3.6.1 Peptidmassenfingerprint von Proteinen mittels tryptischem Verdau 
Der Peptidmassenfingerprint (PMF) mittels tryptischen Verdaus diente zur 
Überprüfung der Identität der aufgereinigten Proteine. Die massenspektrometrische 
Analyse wurde mit einem Orbitrap Velos Pro Massenspektrometer (Thermo 
Scientific) durchgeführt. 
Die entsprechende Bande des zu identifizierenden Proteins wurde aus einer SDS-
PAGE herausgeschnitten und über Nacht mit Trypsin (sequencing grade modified 
trypsin, Promega) bei 37 °C verdaut. 1 L (4 g protein) des tryptischen Verdaus 
wurde auf eine C18 pre-concentration Säule aufgetragen und die Anreicherung und 
Entsalzung der Probe wurden bei einer Flussarte von 6 µL/min mit einem 
Wasser/0,05 % Ameisensäure Lösungsmittelgemisch durchgeführt. Die Trennung der 
Peptide erfolgte unter Verwendung einer selbstgepackten Säule (20 cm x 75 m Säule 
mit 1,7 µm C18 Partikeln), die an eine nanoRSLC-HPLC (Ultimate 3000, Dionex) 
angeschlossen ist. Folgenden Lösungsmittelgemische wurden verwendet: 
Wasser/0,05 % Ameisensäure (Lösungsmittelgemisch A) und Wasser/80 % 
Acetonitril/0,045 % Ameisensäure (Lösungsmittelgemisch B) bei einer Flussrate von 
300 nL/min. Zunächst wurde mit 4 % B für 5 min gespült, gefolgt von einem linearen 
Gradienten auf 45 % B innerhalb von 195 min und abschließend einem linearen 
Anstieg auf 95 % B innerhalb von 10 min. Die Probe wurde online mittels einer 
Nanospray Flex Ion Source ionisiert und mit einem Potential von 2300 V in die 
vorgeheizte Kapilliare des Massenspektrometers transferiert. 
Anschließend wurden die detektierten Fragmente mit ihren charakteristischen 
Massen automatisch mit Datenbanken bekannter Proteinsequenzen verglichen. Die 
Analyse erfolgte mit der Software Proteome Discoverer 1.4 (ThermoScientific) unter 
Verwendung der Programme Mascot und SEQUEST (Version 2.2, Matrix Science) und 
erlaubt eine Aussage, welches Protein vorliegt. 
Die Messungen und Analysen wurden von der massenspektrometrischen Abteilung 





3.6.2 Massenspektrometrische Analyse intakten Proteine/Protein-
komplexe unter nativen Bedingungen 
Um eine mögliche Dimerisierung von AtPhyB bestimmen zu können, wurden eine 
massenspektrometrische Messungen von rekombinanten Phytochromen unter 
nativen Bedingungen durchgeführt.  
Für die Messungen wurde ein Synapt G2 S Massenspektrometer (Waters), ausge-
stattet mit einer NanoLockSpray Ionisierungsquelle, verwendet. Direkt vor den MS 
Messungen wurden 30 μL der Proteinprobe unter Verwendung von mikro Bio-Spin 
Säulen (Bio-Rad) bei 4 °C in einen Puffer ohne Natriumionen transferiert (50 mM Tris 
pH 7,8; 5 mM EDTA, 1 mM ß-Mercaptoethanol). Anschließend wurden 4 µL der 
Lösung in eine selbsthergestellte Pd/Pt-beschichtete Borsilikatkapillare geladen. 
Über diese nanoESI-Kapillaren konnte die Probe direkt in das Massenspektrometer 
eingesprüht werden. Die Kapillar- und Konusspannung wurden auf 2 kV, beziehungs-
weise 150 V gesetzt. Weiterhin wurde mit einer Trap- und Transfer-Stoßenergie von 
60 V und 80 V sowie einem Trap Gasfluss von 7,0 mL/min gemessen.  
Die Messungen wurden von Dr. Nils Hellwig aus der Gruppe von Dr. Nina Morgner 
(Universität Frankfurt) durchgeführt. 
3.6.3 Wasserstoff-Deuterium-Austausch-Massenspektrometrie 
Wasserstoff–Deuterium-Austausch-Massenspektrometrie (engl.: Hydrogen-deuterium 
exchange, kurz: HDX) stellt eine Methode zur Analyse der konformellen und 
dynamischen Veränderungen von Proteinen und Identifizierung von Bindungsstellen 
in Proteinkomplexen dar.  
Die Messung in Lösung ist von Vorteil gegenüber statischen Methoden wie 
beispielsweise der Kristallographie, die im wesentlichen nur eine Konformation 
darstellt, die aber nicht zwangsläufig der in vivo aktiven Form entsprechen muss190, 
191. Des Weiteren gibt es keine prinzipiellen Größenlimitierungen wie etwa bei NMR 
und es werden nur geringen Mengen der Probe benötigt192. Weiterhin sind auch 





Das Prinzip der HDX-MS basiert auf einem Wasserstoff-Deuterium-Austausch der 
Amidwasserstoffe des Peptidrückgrats, da diese eine Kinetik aufweisen, die es 
erlaubt, eine Deuterium-Inkorporation massenspektrometrisch nachzuverfolgen. Die 
Austauschgeschwindigkeiten der Seitenketten hingegen sind so hoch, dass sie 
während den anschließenden HPLC-Läufen bereits zurücktauschen194. Weiterhin sind 
die Austauschzeiten abhängig von den Zugänglichkeiten der Wasserstoffe. So findet 
ein schnellerer Austausch für exponierte und dynamische Regionen statt, als für 
Bereiche im hydrophoben Kern, und solche, die an Wasserstoff-Brückenbindungen 
beteiligt sind (siehe Abbildung 3.1). Für sehr gut geschützte Wasserstoffe kann der 
Austausch sogar Monate dauern195. 
 
Abbildung 3.1: Prinzip des Wasserstoff-Deuterium-Austausches. Die Wasserstoffe des Proteinrückgrates 
(graue Kugeln) weisen eine Kinetik auf, die es erlaubt sie massenspektrometrisch zu vermessen. Die 
schnellsten Austauschzeiten besitzen die Wasserstoffe in den exponierten und dynamischen Regionen, 
während die Wasserstoffe in geschützten und strukturierten Bereichen langsamer austauschen nach 196.  
 
Der Austausch wird nach bestimmten Zeitpunkten durch die Verminderung der 
Temperatur auf 0 °C und die Zugabe einer Quench-Lösung eingefroren, was 
gleichzeitig auch eine Entfaltung des Proteins bewirkt. In einem nächsten Schritt wird 
das Protein mit Pepsin verdaut und mittels HPLC-MS vermessen (siehe Abbildung 
3.2). 
Durch Vergleich mit den Massenspektren der Peptide ohne Deuterium-Inkubation 
kann die jeweilige Inkorporation durch die Massenzunahme berechnet werden. Die 
maximale Deuteriumaufnahme wird hierbei von der Anzahl der Peptidbindungen 
(AS-1) bestimmt, wobei zu berücksichtigen ist, dass Proline kein Amid-Wasserstoff 







Abbildung 3.2: Lokalisierung des Wasserstoff-Deuterium-Austausches. Durch die Verminderung der 
Temperatur und die Zugabe einer Quench-Lösung wird das Austauschmuster eingefroren und kann durch 
den anschließenden Verdau und HPLC-MS Vermessung analysiert werden nach 196.  
 
Die Kinetiken für eine HDX-Reaktion sind abhängig von der Proteindynamik sowie 
der intrinsischen Wasserstoff-Deuterium-Austauschrate197. Für eine typische HDX-
Reaktion gilt: 




←  𝑁 − 𝐻𝑢𝑛𝑔𝑒𝑓𝑎𝑙𝑡𝑒𝑡  
𝑘𝑖





𝑁 − 𝐷𝑔𝑒𝑓𝑎𝑙𝑡𝑒𝑡 
Abbildung 3.3: Gleichgewicht zwischen gefalteter (f) und ungefalteter Form (u) des Peptids sowie dem 
Wasserstoff-Deuterium-Austausch.  
 
Hierbei stellen ku und kf die Geschwindigkeitsraten für die Umwandlung zwischen 
gefalteten und ungefalteten Protein dar, während ki die Geschwindigkeitsrate für den 
intrinsischen Wasserstoff-Deuterium-Austausch repräsentiert.  
Die zu beobachtende Austauschrate (kex), welche die Summe aller Beiträge zur 
Austauschreaktion des gefalteten (kf) und ungefalteten (ku) Proteins berücksichtigt, 
ergibt sich wie folgt198.  
𝑘𝑒𝑥 = 
𝑘𝑢  ∙  𝑘𝑖
𝑘𝑓 + 𝑘𝑖
 
Formel 3.6: Die Austauschrate (kex) wird bestimmt durch die Summe aller Beiträge des gefalteten (f) und 
des ungefalteten Proteins (u) sowie der eigentlichen Wasserstoff-Deuterium-Austauschrate (ki). 
 
Die Formel gilt unter der Annahme, dass die meisten Peptidbindungen in einer 





Die Geschwindigkeit der Proteinfaltung für ein natives Protein ist hierbei sehr viel 
schneller als die Geschwindigkeit für den intrinsischen Austausch (kf >> ki)199, 200. 
Allgemein lässt sich der Wasserstoff-Deuterium-Austausch in zwei Mechanismen 
unterteilen, EX1 und EX2. Durch zufällige thermische Fluktuation des nativen 
Proteins können die Amidwasserstoffe des Protein-Rückgrats exponiert gegenüber 
dem Lösungsmittel vorliegen und es erfolgt ein Austausch nach dem EX2-
Mechanismus201,202. Der vollständige Deuterium-Austausch kann mehrere Faltungs- 
und Entfaltungsvorgänge benötigen. Unter EX2-Bedingungen lässt sich die 
Austauschrate zu Formel 3.7 zusammenfassen. Keq stellt hierbei die Gleichgewichts-
konstante zwischen dem gefalteten und dem ungefalteten Zustand dar 
(Keq = ku/kf)201,197. 
𝑘𝑒𝑥 = 𝐾𝑒𝑞  ∙  𝑘𝑖  
Formel 3.7: Für eine Austauschreaktion nach dem EX2-Mechanismus ist die Geschwindigkeitsrate (kex) 
von der Gleichgewichtskonstante zwischen dem gefalteten und ungefalteten Zustand (Keq) des Proteins 
abhängig sowie der Geschwindigkeitsrate des eigentlichen Wasserstoff-Deuterium-Austausches (ki). 
 
Der zweite Mechanismus erfolgt fast ausschließlich bei Messungen unter nicht-
nativen Bedingungen202, wie etwa mit hohem pH-Wert, bei dem die Austauschraten 
viel höher als die Faltungsrate des Proteins sind (ki >> kf), so dass die Gesamtaus-
tauschrate sich zu Formel 3.8 vereinfacht. Bei einem EX1-Mechanismus erfolgt ein 
sofortiger Wasserstoff-Deuterium-Austausch201,197. 
𝑘𝑒𝑥 = 𝑘𝑖  
Formel 3.8: Die Geschwindigkeitskonstante (kex) für einen Austausch nach dem EX1-Mechanismus ist nur 
noch abhängig von der Geschwindigkeitsrate des eigentlichen Wasserstoff-Deuterium-Austausches (ki). 
 
Die beiden Mechanismen unterscheiden sich in den Spektren durch unterschiedliche 
Peakverteilungen. Austauschraten, die dem EX2-Mechanismus folgen, weisen eine 
binominale Verteilung auf, während Austauschraten, die dem EX1-Mechanismus 
folgen, eine bimodale Verteilung zeigen, zurückzuführen auf eine hoch deuterierte 
und weniger deuterierte Spezies (siehe Abbildung 3.4). 
Doch nicht alle Proteine folgen einem dieser zwei Mechanismen und Mischungen sind 





Eine Reihe von Faktoren, wie beispielsweise pH-Wert, Temperatur sowie die 
räumliche Nähe großer Seitenketten können weiterhin Einfluss auf die Austausch-
Geschwindigkeit nehmen. Die HDX-Reaktion kann entweder säuren- oder basen-
katalysiert erfolgen, jedoch überwiegt die basenkatalysierte Reaktion bei neutralem 
pH-Wert. Die Austausch-Reaktion erreicht ihren niedrigsten Wert bei einem pD-Wert 
von 2,3, der sich zu einem pD von 7,0 hin vervierfacht194. 
 
 
Abbildung 3.4: Beispielhafte Darstellung zweier Peptide zu verschiedenen Austauschzeiten, die entweder 
dem EX2 (links) oder dem EX1-Mechanismus (rechts) folgennach 203. 
 
Die HDX-Messungen wurden automatisiert an einem Synapt G2-Si (Waters) 
bestehend aus einer automatischen Roboterfunktion (LEAP Technologies), ACQUITY 
UPLC M-Class system (Waters) und HDX manager (Waters) durchgeführt.  
Für die Messungen wurden die Proben mit einer PD-10 Entsalzungssäule in einen 
Niedrigsalzpuffer (10 mM Tris pH 7,8; 100 mM NaCl, 1 mM β-Mercaptoethanol) 





abzutrennen. Die PhyB Proben wurden anschließend entweder 4 min mit 735 nm (Pfr 
Form) oder 656 nm (Pr Form) bestrahlt, mit Alufolie umhüllt und auf 1 °C gekühlt.  
Für jeden LCMS-Lauf wurden 7,5 µL der entsprechenden Proteinlösung (60 µM) in 
ein neues Vial der Austauschplatte, die auf 25 °C gewärmt wird, pipettiert und mit 
61,8 µL H2O (t0-Lauf) oder D2O (Austausch-Lauf) verdünnt. Nach einer bestimmten 
Inkubationszeit (30 s, 45 s, 60 s, 90 s und 120 s für AtPhyB; 15 s, 30 s und 60 s für 
PAPP5) wurden 55 µL dieser Lösung in ein Vial transferiert, das 55 µL auf 1 °C 
gekühlte Quench-Lösung (400 mM H3PO4/KH2PO4 pH 2,2) enthielt. Nach kurzer 
Inkubation, wurden 95 µL dieser Lösung injeziert. Der Verdau des Proteins erfolgte 
bei 20 °C unter Verwendung eines isokratischen Gradienten (Wasser/0,1 % 
Ameisensäure) und einer Flussrate von 100 µL/min. Anschließend wurden die 
mittels Pepsin verdauten Peptide bei 0,5 °C unter Verwendung einer C18 trap-Säule 
angereichert. Die Trennung der Peptide wurde bei 0,5 °C durchgeführt unter 
Verwendung einer 1 x 100 mm ACQUITY UPLC BEH C18 1,7 µm Säule, bei einer 
Flussrate von 30 µL/min mit den folgenden Lösungsmittelgemischen: A (Wasser/ 
0,1 % Ameisensäure) und B (Acetonitril, 0,1 % Ameisensäure). Zunächst wurde mit 
einem linearen Gradienten von 5 % B auf 35 % B innerhalb von 7 min eluiert, gefolgt 
von einem Anstieg auf 85 % B innerhalb 1 min und halten für 2 min. Abschließend 
wurde die Säule mit 95 % B gewaschen und re-äquilibriert zu 5 % B für 5 min. 
Während der chromatografischen Trennung der Peptide wurde die Pepsinsäule 
durch die dreimalige Injektion von 80 µL einer Lösung aus 4 % Acetonitril und 0,5 M 
Guanidiniumchlorid gewaschen.  
HDMSe (engl.: Enhanced high definition MS) wurde für die Detektion der t0 Peptide 
verwendet, während die Austauschpeptide im HDMS (engl.: High definition MS) 
Modus gemessen wurden. Lock mass Spektren wurden zur Kalibration jede 45 s 
gemessen, unter Verwendung von Glu-fibrinopeptid B als Standard 
(M2+ = 785,8427 m/z). Läufe mit Wasser anstatt Protein wurden nach jeder Messung 
vorgenommen, um die Verschleppung von Peptiden (engl.: Carryover) aus dem 
vorherigen Lauf auszuschließen.  
Die Identifikation von t0 Peptiden wurde mit dem Programm ProteinLynx Global 





Die Messungen wurden von Dr. Uwe Linne und Dr. Andreas Mielcarek 
(Massenspektrometrische Abteilung, Fachbereich Chemie, Universität-Marburg) 
durchgeführt. 
Die Auswertung der Deuteriumaufnahme erfolgte mit dem Programm DynamX 3.0 
(Waters). Die minimale Peakintensität wurde auf 103 festgelegt, eine Peptidlänge 
zwischen vier und 16 Aminosäuren gewählt sowie die Anzahl der Wiederholungen 
von drei aus vier oder sechs aus acht festgelegt. Weiterhin wurde eine Toleranz von 
0,5 min für die Retentionszeit und 25 ppm für das Masse-zu-Ladungsverhältnis 
festgelegt. Eine Standardabweichung von 4 σ wurde gewählt, um die Abweichungen 
zwischen den Läufen zu bestimmen. Statistisch signifikante Unterschiede in der 
Deuteriumaufnahme wurden mittels t-Test mit einem 98 % Konfidenzintervall 
festgestellt. Die Anwendbarkeit eines t-Tests wurde zuvor durch den F-Test von 
Levene überprüft. 
Die Ergebnisse der HDX-Analyse wurden auf bekannte Strukturen oder mittels 







Para-Nitrophenylphosphat (pNPP) wird verwendet, um in einem photometrischen 
Assay die Aktivität saurer und alkalischer Phosphatasen nachzuweisen. Die Fähigkeit 
der Phosphatasen, die Hydrolyse von pNPP zu para-Nitrophenol zu katalysieren, stellt 
die Grundlage für diesen Nachweis dar. Die Menge des Produkts kann durch eine 
Farbreaktion im basischen Milieu bei 405 nm bestimmt werden205. Die Aktivität ist 
definiert als die Menge an Enzym, die benötigt wird, um 1 pmol pNPP bei 30 °C zu 
hydrolysieren. Die spezifische Aktivität ist definiert als die Anzahl Enzymunits pro mg 
Protein.  
Für den Phosphatase-Assay wurde zunächst der Hexa-Histidin-Tag von PAPP5 
abgespalten und das Protein in KP-Puffer (25 mM Tris-HCl pH 7,5; 5 mM MgCl2; 
20 mM Mg(CH3COO)2; 0,2 mM EDTA; 0,2 mM EGTA) überführt. Der Gesamtansatz 
bestand aus 100 µL, der 1 µg Protein beinhaltete. Das Protein und gegebenenfalls 
Fettsäuren (10 – 300 µM in Ethanol gelöst) wurden vorgelegt und bei 30 °C für 5 min 
vorinkubiert, anschließend wurde vorgewärmtes pNPP (10 - 300 mM) hinzugegeben 
und der Ansatz für 15 min inkubiert. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 
900 µL NaOH beendet und die Extinktion bei 405 nm gemessen. Kontrollreaktionen 
wurden ohne pNPP oder Protein durchgeführt. Nach Abzug der Extinktion der 
Kontrollreaktion wurde die Phosphataseaktivität auf Grundlage des Lambert-
Beer’schen Gesetzes und unter Verwendung des Extinktionskoeffizienten von para-
Nitrophenolat74 (E405 = 18,000 M-1 cm-1 206) nach folgender Formel berechnet. 
𝐴 =
𝐸405  ∙  𝑉𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙
𝑡 ∙  𝜀405  ∙ 𝑑 ∙  𝑚𝐸𝑛𝑧𝑦𝑚
 
Formel 3.9: Die Aktivität (A) der Phosphatase kann ausgehend vom Lambert-Beer’schen Gesetz berechnet 
werden. Hierfür wird das Produkt aus der gemessenen Extinktion bei 405 nm (E405) und dem 
Gesamtvolumen (Vtotal) durch das Produkt aus der Reaktionszeit (t), Extinktionskoeffizienten (ε), 







Thermofluor-Assays bieten eine schnelle und einfache Technik um die thermische 
Stabilität von Proteinen abzuschätzen. Hierbei können auch Aussagen über den 
Einfluss durch Bindungspartner oder Puffersysteme getroffen werden. Von einem 
signifikanten Einfluss spricht man bei einer Verschiebung des Schmelzpunktes um 
mindestens 2 °C. 
Um die Entfaltung der Proteine verfolgen zu können, wird ein umgebungsabhängiger 
Fluoreszenzfarbstoff hinzugegeben. Dieser lagert sich an hydrophobe Bereiche des 
Proteins an, die meistens erst bei der Entfaltung zugänglich werden. Das 
Fluoreszenzsignal steigt bis das Protein anfängt zu aggregieren und fällt anschließend 
wieder ab. 
Für die Durchführung der Messungen wurde ein Real-time PCR Instrument 
verwendet sowie Sypro Orange als Fluoreszenzfarbstoff. Dieser wird mit einer 
Wellenlänge von 492 nm angeregt und emittiert bei 516 nm. Die jeweiligen 
Messungen erfolgten in einem Temperaturbereich von 20 °C bis 80 °C bei einer 
Messgeschwindigkeit von 0,5 °C/min. Jede Messung wurde dreimal wiederholt. Zur 
Kontrolle wurden Messungen aufgenommen, in denen nur Farbstoff und Puffer, 
beziehungsweise Additive vorlagen. Tabelle 3.13 zeigt die beispielhafte 
Zusammensetzung eines Ansatzes. 
Tabelle 3.13: Beispielhafte Zusammensetzung eines Ansatzes für ein Thermofluor-Assay. 
Reagenz Konzentration Volumen 
Protein 1,0 mg/mL 30 μL 
500×Sypro Orange 1:500 5 μL 
Additiv 2-15 mM 5 μL 
 
3.7.3 Thermophorese im Submikrobereich 
Die Thermophorese im mikromolarem Bereich (engl.: Microscale thermophoresis, 
kurz: MST) erlaubt die Messung der Bindungsaffinität von Interaktionspartnern. 
Interaktionen können zwischen Proteinen, Protein und DNA oder RNA, sowie 





Das Prinzip der Thermophorese beruht auf der gerichteten Bewegung der Moleküle 
entlang eines Temperaturgradienten. Dieser ist entgegengesetzt der Massendiffusion. 
Im Gleichgewichtszustand haben sich beide Effekte ausgeglichen, was in einer 
stationären räumlichen Konzentrationsverteilung resultiert207. Die relative 
Konzentration ist allein von der Temperaturerhöhung sowie dem Soret-Koeffizient 
des Moleküls abhängig (siehe Formel 3.10). Der Soret-Koeffizient gibt hierbei die 
Stärke des thermophoretischen Molekülflusses verglichen mit der normalen Diffusion 
an. Abhängig ist der Soret-Koeffizient bei biologischen Proben von der Ladung, der 
Größe und der Hydrathülle des Moleküls208  
𝑐
𝑐0
= exp [−𝑆𝑇 ∙ (∆𝑇)] 
Formel 3.10: Formel zur Bestimmung der stationären Konzentrationsverteilung. Die zu untersuchende 
Konzentration (c) ist hierbei exponentiell abhängig von dem Soret-Koeffizienten (ST) und der 
Temperaturerhöhung (ΔT; T-T0)208. 
 
Für die thermophoretischen Messungen wurde zunächst einer der 
Interaktionspartner mit einem Fluoreszenzfarbstoff versehen, um die Bewegung des 
Moleküls auf Grund des durch einen Infrarotlaser erzeugten Temperatursprungs, 
nachvollziehen zu können. Der Laser hat einen Einfluss auf die physikalischen 
Parameter des Farbstoffes, wie etwa die Fluoreszenz-Halbwertszeit oder die 
Quantenausbeute209. Auf Grund dessen lässt sich die schnelle Änderung der 
Fluoreszenz nach Einschalten des Lasers erklären. Anschließend bewegen sich die 
Moleküle aus dem Fokus des Lasers (Thermophorese) und das Fluoreszenzsignal 
sinkt weiter bis sich schließlich ein Gleichgewicht einstellt. Nach dem Ausschalten des 
Lasers erfolgt ein inverser Temperatursprung der eine Rückdiffusion der Moleküle 
auslöst und somit das Signal wieder ansteigen lässt, idealerweise, bis die initiale 
Fluoreszenz erreicht ist. Doch auf Grund einer noch nicht vollständig abgelaufen 
Rückdiffusion innerhalb des Messzeitraumes oder weiterer Effekte, beispielsweise 
Fotobleichen, kann die initiale Fluoreszenz eventuell nicht erreicht werden210 (siehe 






Abbildung 3.3.5: Beispielhafter Verlauf einer Thermophoresemessung. Ein Bindungspartner wird mit 
einem Fluoreszenzfarbstoff markiert. Im initialen Zustand befinden sich die Moleküle gleichmäßig verteilt 
im Raum (initialer Zustand; blau gestrichelte Linie). Wird nun der Laser eingeschaltet, erfolgt zunächst 
ein Temperatursprung (rot gestrichelte Linie), der die Bewegung der Moleküle aus dem Fokus des Lasers 
(Thermophorese; rote Linie) veranlasst. Das Fluoreszenzsignal sinkt, bis sich ein Gleichgewicht einstellt. 
Nach dem Ausschalten des Lasers erfolgen ein inverser Temperatursprung (rot gestrichelte Linie) und die 
dadurch ausgelöste Rückdiffusion der Moleküle, so dass das Fluoreszenzsignal wieder steigt nach 211. 
 
Um die Bindungskonstanten zu ermitteln, wird zunächst die Fluoreszenz normiert. 
Hierfür wird der Quotient der Fluoreszenz (F) aus dem Mittelwert des initialen 
Zustandes (cold) und dem Mittelwert des Gleichgewichtszustandes (hot) gebildet208. 
Für geringe Temperatur- und Konzentrationsänderungen kann die normierte 
Fluoreszenz durch den Soret-Koeffizient und die Temperaturabhängigkeit des 




= 1 + (
𝛿𝐹
𝛿𝑇
− 𝑆𝑇) ∆𝑇 
Formel 3.11: Der Quotient aus dem Mittelwert des Anfangsfluoreszenz (Fhot) und dem Mittelwert des 
Gleichgewichtszustandes (Fcold) gibt die normierte Fluoreszenz (Fnorm)208. Des Weiteren kann diese durch 
den Soret-Koeffizienten (ST) und die Temperaturabhängigkeit des Fluorophors (δF/δT) angenähert 
werden212. 
 
Führt die Zugabe eines Interaktionspartners zu Strukturänderungen, verändert dies 
auch die Hydrathülle des Teilchens, was die Bewegung entlang des Gradienten 
beeinflusst. Dadurch ändert sich die Geschwindigkeit, mit der sich der Komplex aus 





veränderte Fluoreszenz wird zur Bestimmung der Bindungsstärke verwendet 
(Abbildung 3.3.5).  
 
Abbildung 3.6: Zur Bestimmung der Bindungskonstanten wird der zeitliche Lauf der normalisierten 
Fluoreszenzen aufgetragen. Das Verhältnis der Mittelwerte aus dem Bereich Fhot (lachs) zu Fcold (hellblau) 
ergibt, aufgetragen gegen die Konzentration, die Bindungskurve. Aus dem Verlauf lassen sich die 
Bindungsparameter errechnen. Der Bindungspartner A (ovaler, orangener Kreis) ist mit einem Fluores-
zenz-Farbstoff markiert (roter Stern). Im Bereich der Baseline liegt der markierte Bindungspartner 
alleine vor, während im Bereich der Sättigung der Bindungspartner B nahezu vollständig gebunden ist 
nach 211. 
 
PAPP5 wurde mit einem Maleimide GREEN labeling kit (Nanotemper) über Nacht bei 
8 °C markiert. Nicht gebundener Farbstoff wurde mittels Entsalzungssäule 
abgetrennt und die Absorption bei 280 und 647 nm mittels Nanodrop bestimmt. Aus 





𝜀′ (𝐹𝑎𝑟𝑏𝑠𝑡𝑜𝑓𝑓) ∙ 𝑐 (𝑃𝑟𝑜𝑡𝑒𝑖𝑛)
 
Formel 3.12: Der Quotient aus dem Absorptionsmaximum des Farbstoffes und dem 
Extinktionskoeffizienten des Farbstoffes sowie die Konzentration des Proteins ergibt das Verhältnis von 
Farbstoff zu Protein. 
 
Anschließend wurden alle zu vermessenen Proben 30 min bei 4 °C und 16100 g 





Die Thermophoresemessungen wurden mit einem Monolith NT.115 (Nanotemper) 
Instrument durchgeführt. Zunächst wurden verschiedene Kapillaren getestet und es 
zeigte sich, dass nur die premium coated Kapillaren ein Anhaften von PAPP5 an der 
Glaswand unterbinden konnten. Zunächst wurde PAPP5 mit einer Konzentration von 
50 nM ohne die Zugabe eines Interaktionspartners vermessen um das 
Hintergrundrauschen zu bestimmen. In einem nächsten Schritt wurde die 
Konzentration von PAPP5 konstant bei 50 nM gehalten, während die Konzentration 
der Phytochrom-Mutanten (AtPhyB S84D und S86D) sowie des Wildtyps als Kontrolle 
von circa 2 nM bis 70 µM variieren. Die Proben wurden 10 min inkubiert ehe die 
Kurven mit einem Temperatursprung von 2 und 4 K vermessen wurden. Weiterhin 
wurde eine LED-Leistung von 80 % und eine Laser-Leistung von 20 % gewählt sowie 
eine Aufheizphase von 30 s, gefolgt von einer Abkühlphase von 5 s. Weiterhin wurde 
die Interaktion mit und ohne Zugabe von 100 µM Arachidonsäure untersucht. Alle 
Messungen wurden in einer dreifachen Bestimmung durchgeführt.  
Bindungskonstanten sowie die Hill-Koeffizienten wurden aus dem Verhältnis von Fhot 






3.8 Kristallisation und Strukturlösung 
Um die Funktionsweise von Proteinen auf molekularer Ebene verstehen zu können, 
bedarf es der Auflösung ihrer dreidimensionalen Struktur dieser. Eine Methode der 
Strukturaufklärung stellt die Beugung von Röntgenstrahlung an Einkristallen dar. Die 
Bedeutung dieser Methode spiegelt sich auch in der Anzahl der für diese Methode 
vergebenen Nobelpreise wieder. So wurde 1914 der Nobelpreis für Physik an M. von 
Laue für die Röntgenbeugung an Kristallen vergeben. Für die Erzeugung von 
Streubildern an Proteinkristallen erhielt 1964 D. Crowfoot Hodgkin den Nobelpreis 
für Chemie und 1985 H. Hauptmann und J. Karle für die Erforschung direkter 
Methoden zur Bestimmung von Kristallstrukturen. Die erste Struktur eines Proteins, 
Myoglobin, wurde 1962 mit dem Nobelpreis für Chemie geehrt (Kendrew et al.). 
Der Vorwurf, dass Proteinkristalle nicht der nativen Struktur entsprechen, ist 
insofern gerechtfertigt, dass die Flexibilität der Proteine eingeschränkt ist. Die 
Kontaktfläche zwischen einzelnen Proteinmolekülen ist aber verhältnismäßig gering, 
da der Lösungsmittelgehalt in einem Kristall 30-75 % entspricht. Trotz dieser 
Einschränkungen stellt die Kristallisation einen wichtigen Zugang zur Struktur und 
somit zur Aufklärung von Proteinmechanismen dar213,214.  
3.8.1 Kristallisationsscreenings 
Da bis heute noch kein Zusammenhang zwischen der Primärsequenz eines Proteins 
und den Bedingungen, in denen es kristallisiert, gefunden wurde, müssen die 
Bedingungen experimentell ermittelt werden. Um den Arbeitsaufwand zu verringern 
wurden Bedingungen gesammelt, die in mehreren Experimenten zu Kristallen geführt 
haben, den sogenannten sparse-matrix-screens215. In dieser Arbeit wurden 
kommerzielle Kristallisations-Screens der Firma Qiagen verwendet216, die die 
Konzentration der verwendeten Salze, Präzipitanzien und den pH-Wert der 







Tabelle 3.14: Auflistung über die verwendeten Kristallisationsscreens der Firma Qiagen und 
Informationen über die Zusammensetzung.  
Screen Informationen 
JCSG Core I-IV Literaturbedingungen217 
JCSG+ Literaturbedingungen218,219 




Anions, Cations Ausgewählte Salze in zwei verschiedenen Konzentrationen 
und vier verschiedenen pH-Werten 
PEGs Verschiedene PEG-Größen und Konzentrationen 
AmSO4 Variable AmSO4-Konzentrationen in Kombination mit 
verschiedenen Salzen oder pH-Werten 
MbClass, MbClass II Literaturbedingungen für Membranproteine 
 
Die Kristallisation wurde nach der sitting drop Methode durchgeführt, welche auf der 
Dampfdiffusion basiert. Hierbei wurde die Proteinlösung mit der Screening-Lösung 
im Verhältnis 1:1 gemischt, das Reservoir mit Screening-Lösung befüllt und luftdicht 
verschlossen. Durch den Konzentrationsgradienten findet eine Diffusion des Wassers 
von der Proteinlösung zum Reservoir statt. Während die Konzentration im Reservoir 
sinkt, erhöhen sich sowohl Protein- als auch Präzipitatkonzentration im Tropfen bis 
idealerweise ein labiler übersättigter Bereich erreicht wird, bei dem sich 
Kristallisationsnuklei ausbilden können. Präzipitanzien setzen die Löslichkeit von 
Proteinen langsam herab, sodass sich ein Nukleus formt, der langsam zu einem 
Kristall aus etwa 1015 Molekülen heranwächst. Beim Übergang der labilen Phase in 
den metastabilen Übersättigungsbereich findet ausschließlich ein Wachstum der 
Kristalle statt220,221.  
Für die initiale Kristallisation wurde das Protein in den entsprechenden Puffer 
überführt, steril filtriert (Ultrafree-MC-Zentrifugenfilter, Millipore) und auf die 
gewünschte Konzentration eingestellt. Mit Hilfe eines Pipettierroboters (Cartesian 
Microsys SQ 4004, Honeybee 963, Genomic Solutions) und den verwendeten 96-well-
Innovaplates (Innovadyne) können pro Screeningbedingung (300 nL) simultan zwei 
unterschiedliche Tropfen getestet werden. So wurde neben dem Proteintropfen 
(300 nL) auch ein Tropfen mit Pufferlösung (300 nL) getestet. Die Inkubation der 
Ansätze erfolgte bei 4 °C oder 18 °C. Durch das Dokumentationssystems Rockimager 
(Formulatrix) wurden die Kristallisationsansätze nach 0 h, 12 h, 36 h, 60 h, 84 h, 





3.8.2 Optimierung von Proteinkristallen 
Wenn die Qualität der Kristalle, die aus dem initialen Kristallisationsscreening 
erhalten wurden, auf Grund einer zu geringen Größe oder einer zu hohen 
Fehlordnung nicht ausreichend für eine Strukturlösung ist, müssen die Bedingungen 
weiter optimiert werden. Hierfür können die Konzentrationen der Präzipitanzien, 
Additive und Salze sowie der pH-Wert des Puffersystems der identifizierten 
Kristallisationsbedingungen variiert werden. Das Einbringen von Kristallisations-
keimen (streak seeding) ist eine weitere Methode um das Wachstum von wenigen, 
dafür größeren und wohlgeordneten Kristallen zu begünstigen. Es können sich 
qualitativ hochwertigere Kristalle ausbilden, da die Konzentration der Proteinlösung 
bei seeding-Experimenten geringer ist222. Neben Kristallisationskeimen können auch 
Fremdkörper, wie beispielsweise Glasstaub, Fasern oder Nanopartikel als 
Kristallisationskeime verwendet werden223,222.  
Für die Seeding-Suspension wurde 1 μL Kristall-Suspension entnommen und 50 μL 
der Bedingung hinzugegeben. Um die Kristalle zu verkleinern wurden drei 
Metallkugeln beigefügt und die Suspension gevortext. Im Anschluss wurde die 
Suspension für 1 min bei 16100 g und 4 °C zentrifugiert und der Vorgang dreimal 
wiederholt.  
Die Optimierungen wurden in 24-well Platten durchgeführt unter Verwendung des 
hanging-drop Verfahrens. Hierfür wurden 1 µL oder 2 µL Proteinlösung im Verhältnis 
1:1, 1:2 und 2:1 mit der Kristallisationsbedingung gemischt und 1 mL der 
Kristallisationsbedingung in das Reservoir gegeben.  
Für die Optimierung mittels streak seeding wurden zunächst verschiedene 
Verdünnungen der Seeding-Suspension hergestellt (1:10 und 1:100). In diese wurde 
ein Katzenschnurrhaar eingetaucht, das anschließend durch den Protein-Präzipitat-
Tropfen gezogen wurde, so dass einige Keime in den Tropfen gelangen und größere 






3.8.3 Montieren von Proteinkristallen und Datensammlung 
Für die Vermessung von Kristallen wurden Einkristalle, wie auch zerbrochene 
Kristalle mit Hilfe von CryoLoops (Hampton Research) MicroMounts (MiTeGen) aus 
den Kristallisationsbedingungen entnommen, mit Kryopuffer (Kristallisations-
bedingung und 20 % bis 30 % (v/v) Glycerin oder PEG400) für circa 10 s getaucht, in 
flüssigem Stickstoff eingefroren und in einem gekühlten Transportdewar zur 
Röntgenstrahlungsquelle transportiert. 
Die Beugung von Röntgenstrahlen am Gitter des Proteinkristalls, welche durch die 
Laue-Bedingung und das Bragg’sche Gesetz beschrieben wird, ist die Grundlage der 
Röntgenstrukturanalyse. Die Intensität und Position der durch konstruktive 
Interferenz entstehenden Beugungsmaxima sind abhängig von der Art der 
Einheitszelle des Kristalls224, 225. Die Aufnahme der Röntgenbeugungsbilder erfolgte 
am BESSY-II Synchrotron am Helmholtz-Zentrum für Materialien und Energie (HZB) 
in Berlin. Die Kristalle wurden an den Strahllinien 14.2 oder 14.3 vermessen, die 
beide über einen Rayonix MX-225 Detektor verfügen. Für die Messung wurde der 
Kristall auf einen Goniometerkopf montiert und mit einem Stickstoffstrom auf 100 K 
gekühlt. Zunächst wurden zwei Testbilder bei einem Oszillationswinkel von 1 ° und 
einem Winkelabstand von 90 ° aufgenommen und in iMOSFLM226,227 indiziert. Die 
Software bestimmt die Raumgruppe und Zellparameter und errechnet daraus eine 
optimale Strategie für die folgende Datensammlung, mit höchstmöglicher Auflösung 
und Multiplizität bei niedrigster Strahlenbelastung. Zu den variablen Parametern 
gehörten die Anzahl und Dauer der einzelnen Expositionen des Kristalls (je Bild 0,1 s-
20 min), der Oszillationswinkel, um welchen während der Exposition gedreht wurde 
(0,1°-1°), sowie der Abstand des Detektors zum Kristall. 
3.8.4 Datenprozessierung 
Der Zusammenhang zwischen gebeugter Welle (Fhkl)und der Elektronendichte (ρx,y,z) 
im Kristallgitter wird durch die Strukturfaktorgleichung, einer Fourier-
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Formel 3.13: Die Elektronendichte an einem bestimmtem Ort (ρ(x, y, z)) ergibt sich aus dem Volumen der 
Einheitszelle (V), den Millerschen Indizes (hkl), der Strukturfaktoramplitude (Fhkl) und dem 
dazugehörigen Phasenwinkel (ϕhkl). 
 
Jeder Strukturfaktor beschreibt dabei einen Punkt in der Ewaldkugel und stellt eine 
Wellenfunktion dar, die allgemein durch die Frequenz, Phase und Amplitude 
charakterisiert wird. Die Frequenz lässt sich aus der Wellenlänge der verwendeten 
Synchrotronstrahlung berechnen und die Amplitude ist proportional zur Wurzel der 
Intensität der aufgenommenen Reflexe. Beide Werte sind experimentell direkt 
zugänglich, nur die Phase geht verloren und muss auf anderem Wege ermittelt 
werden228. 
Zunächst wurden die erhaltenen Reflexe integriert, hierbei werden die Positionen 
(h,k,l) und die Intensitäten (Ihkl) der Reflexe benötigt. Die verwendeten Programme 
XDS229,230 oder iMOSFLM227,226 bieten weiterhin die Möglichkeit die Parameter, wie 
Gitterzelle, Kristall-Detektor-Abstand sowie die Position des Strahls zu korrigieren. 
Des Weiteren lässt sich die Raumgruppe bestimmen. Durch die Standardabweichung 
(σhkl) und das Signal-zu-Rausch-Verhältnis (I/σ(I)) kann eine Aussage über die 
Qualität der Daten getroffen werden229.  
Anschließend erfolgte mit den Programmen XSCALE231 oder SCALA232 durch 
Zusammenfassen aller symmetrieäquivalenten Reflexe (engl.: Merge) und 
anschließender Skalierung der Daten, die Umwandlung in die Strukturfaktorampli-
tuden (F). Die maximale Auflösung wurde durch die Berücksichtigung der Qualitäts-
parameter Vollständigkeit, Rmerge, Rmeas und Signal-zu-Rausch-Verhältnis begrenzt. 
Rmerge gibt hierbei den Intensitätsunterschied zwischen symmetrieäquivalenten 
Reflexen an, während Rmeas zusätzlich noch die Multiplizität berücksichtigt. 
3.8.5 Strukturlösung 
Für die Bestimmung der Phasen stehen mehrere Verfahren zur Verfügung233,234,235,236. 
So kann die durch den definierten Einbau von Schwermetallatomen im Kristallgitter 





bestimmen225,237. Eine weitere Methode, die auch für die Bestimmung der Struktur 
von PAPP5 genutzt wurde, ist der molekulare Ersatz (engl.: Molecular replacement, 
kurz: MR). Diese Methode wurde 1960 von Rossmann & Blow sowie Huber ent-
wickelt238,239.  
Grundlage für diese Methode, ist das Vorhandensein einer Struktur eines homologen 
Proteins oder eines Proteins mit ähnlichem Faltungsmotiv. Durch eine Korrelation 
über maximum-likelihood-basierte Algorithmen können die experimentellen Daten 
der bekannten Struktur mit bekannter Phase angenähert werden. Hierfür wird eine 
Fourier-Transformation zwischen |Fhkl|2 und Atom-Atom-Abständen genutzt, die 
1935 von Patterson entwickelt wurde. Diese Methode kann bereits ab einer 
Sequenzidentität von 20-30 % genutzt werden240. Um die Qualität der erhaltenen 
Modelle beurteilen zu können, wird ein Z-Wert errechnet, der sich auf Grundlage der 
errechneten und zufälligen Lösung sowie dem Mittelwert einer zufällig getroffenen 
Auswahl an Standardabweichungen (σLLG) zusammensetzt (siehe Formel 3.14).  




Formel 3.14: Der Z-Wert wird verwendet, um die Qualität der erhaltenen Modelle zu beurteilen. Er ergibt 
sich aus der Differenz der logarithmischen likelihood gain der errechneten und zufälligen Lösung (LLGL 
und LLGR) geteilt durch den Mittelwert einer zufällig getroffenen Auswahl an Standardabweichungen 
(σLLG). 
 
Für die Strukturlösung mittels molekularem Ersatzes wurde das Programm Phaser241, 
implementiert in der Phenix Suite242, verwendet. Als Suchmodel wurde das Homolog 
PP5 aus Homo sapiens (PDB Code: 1WAO) verwendet, das eine Sequenzidentität von 
56 % zu AtPAPP5 aufweist. Nach Erhalt der Phasen konnte mit dem Programm Phenix 
Autobuild automatisiert ein erstes Modell der unbekannten Struktur erhalten werden.  
3.8.6 Verfeinerung der Strukturmodelle 
Die erhaltene Struktur wurde manuell mit dem Programm Coot gegen die 
Elektronendichte optimiert. Das hieraus erhaltene Modell wurde anschließend durch 
die Programme Refmac5243 oder Phenix Refine244 verfeinert, die beide auf der 
maximum likelihood-Methode basieren und sowohl ein Modell als auch Struktur-





für jedes Atom die Position (x, y, z) und der Temperatur-Faktor (B-Faktor) optimiert. 
Die Zuverlässigkeit der erhaltenen Daten wird mittels eines R-Faktors (engl.: 
reliability) ermittelt, der sich aus den beobachteten Strukturfaktoren (Fobs) und den 
berechneten Strukturwerten (Fcalc) der für die Verfeinerung verwendeten Reflexe 
(Rwork), als auch die nicht verwendeten Reflexe (Rfree), ergibt (siehe Formel 3.15). Auf 
Grund der nicht verwendeten Reflexe (5 % der Daten oder 1000 Reflexe) ist eine 
Validierung der Verfeinerung möglich, da diese nicht für den Verfeinerungsprozess 
verwendet wurden. 
𝑅 = 
∑|𝐹𝑜𝑏𝑠| −  |𝐹𝑐𝑎𝑙𝑐|
∑|𝐹𝑜𝑏𝑠|
 
Formel 3.15: eine Aussage über die Zuverlässigkeit der Daten kann mittel R-Wert getroffen werden, der 
aus den beobachteten und berechneten Strukturwerten ermittelt werden kann. 
 
Auf Grund der Komplexität von Proteinstrukturen wird nicht jedes Atom individuell 
verfeinert, sondern es werden Einschränkungen (engl.: Restraints) festgelegt, die 
stereochemischen Parameter, wie Bindungslänge, Bindungswinkel und die Torsion 
von Bindungswinkeln, umfassen. Des Weiteren können nicht-kristallographische 
Beziehungen zwischen Bereichen verschiedener strukturgleicher Polypeptidketten 
(engl.: Non-crystallographic symmetry, kurz: NCS) sowie konzertierte Verschiebung 
von Teilen der Proteinstruktur gegen andere Bereiche (engl.: Translation/libration/ 
screw, kurz: TLS) oder Wechselwirkungen von Sekundärstrukturen berücksichtigt 
werden245,246,247,248,249. 
Die Darstellung der Proteinstrukturen erfolgte mit dem Programm Pymol 1.6 (DeLano 






































Arabidopsis thaliana besitzt fünf unterschiedliche Phytochrome (PhyA-PhyE), von 
denen PhyA und PhyB die am besten charakterisierten Vertreter darstellen. Im 
Gegensatz zu den anderen Phytochromen ist PhyA lichtinstabil und wird nach der 
Bestrahlung mit Licht schnell degradiert, entsprechend seiner Funktion in der frühen 
Entwicklung von Keimlingen251,252,34. PhyB ist lichtstabil und nimmt eine dominieren-
de Rolle innerhalb des lichtregulierten Wachstums der Pflanzen ein251. 
Phytochrome sind in der Lage Informationen aus dem umgebenden Licht wahrzuneh-
men und diese in die verschiedenen Teile der Pflanze weiterzuleiten, um ideale 
Wachstumsbedingungen sicherzustellen. Durch die Absorption eines Photons findet 
eine konformationelle Änderung der Phytochrome in die aktive Pfr Form statt, welche 
es ihnen erlaubt mit weiteren Proteinen zu interagieren und verschiedene Signalkas-
kaden zu initiieren.  
Diese Arbeit beschäftigt sich mit den strukturellen Änderungen, die sich durch 
Photokonversion ergeben. Weiterhin befasst sie sich mit dem Einfluss der N-termina-
len Erweiterung auf die Struktur und die Dunkelkonversion. Neben Licht als primäre 
Steuerung der Interaktionen zeigen erste Studien auch einen Einfluss post-
translationaler Modifikationen auf die Stärke der Interaktionen58,59. Die Phosphatase 
PAPP5 ist in der Lage sich selber zu inhibieren und interagiert mit dem C-terminalen 
Modul der Phytochrome, wobei sie Aminosäuren in der N-terminalen Erweiterung 
dephosphoryliert74. Von diesem interessanten Interaktionspartner gelang es die 
Struktur aufzuklären und den Mechanismus der Aktivierung zu untersuchen. 
4.1 Einfluss der N-terminalen Erweiterung und Lokalisierung der 
lichtgesteuerten Änderungen in AtPhyB 
Im Jahre 2014 wurde die erste Struktur pflanzlicher Phytochrome aufgeklärt. Jedoch 
betrug die Auflösung der Struktur lediglich 3,5 Å und es konnte nur der Pr Grund-
zustand kristallisiert werden. Weiterhin fehlte die als flexible und unstrukturiert 
beschriebene N-terminale Erweiterung12,253. Seitdem der Einfluss der NTE auf die 





der NTE bekannt wurden, die zudem einen Einfluss auf die Bindung mit dem PIF3 
zeigten, steigt die Notwendigkeit diesen Bereich strukturell aufzuklären.  
Um die durch die Photokonversion hervorgerufenen strukturellen Änderungen 
lokalisieren zu können und ein mögliches Packungsmodell des NTE zu entwickeln, 
wurden sowohl der Wildtyp als auch die ΔNTE Variante per HDX-MS vermessen. 
Diese Methode erlaubt, im Gegensatz zu statischen Methoden wie der Kristallografie, 
Aussagen über die relativen Dynamiken unterschiedlicher Proteinregionen zu treffen. 
4.1.1 Etablierung der Produktion und Reinigung von PhyB 
Das für Phytochrom B (1-651) kodierende Plasmid wurde von Matias Zurbriggen 
(Universität Düsseldorf) zur Verfügung gestellt. Es wurde für die in vivo Produktion 
von holo PhyB zusammen mit dem Plasmid p171159 in E. coli BL21 PRO Zellen trans-
formiert. Die heterologe Produktion wurde mit 1 mM IPTG induziert und in TB-
Medium bei 18 °C über Nacht durchgeführt. Nach Aufschluss der Zellen erfolgte die 
Reinigung zuerst durch eine Ni-NTA-Affinitätschromatografie und abschließend 
durch eine Größenausschlusschromatografie unter Verwendung einer Superdex 
200 26/60 Säule (siehe Abbildung 4.1). Die Ausbeute nach der Gelfiltration lag bei 
1,0 mg pro Liter Kultur.  
 
Abbildung 4.1: Reinigung des in vivo assemblierten Phytochrom B. (A) Die SDS-PAGE der Reinigung zeigt, 
dass das Phytochrom bei einer Masse von circa 66 kDa migriert (markiert durch einen Stern), welches 
etwa der berechneten Masse von 73 kDa entspricht. Als Referenz für die SDS-Page wurde der Unstained 
Protein Molecular Weight Marker von Fermentas eingesetzt. (B) Das Chromatogramm der Gelfiltration 
zeigt einen Peak bei 185 mL. Die Absorption wurde bei 280 nm (schwarz), 650 nm (rot) und 700 nm (blau) 
gemessen. Durch eine Kalibrationsgerade mit Standardproteinen (grün) ergibt sich eine apparente Masse 






Das Protein eluierte bei 185 mL von der Säule und zeigte ein Signal bei 280 nm, 
650 nm und 700 nm und besitzt laut SDS-PAGE eine Masse von circa 66 kDa. Durch 
die Kalibrationsgleichung y=-0,0102x+3,8959 der SEC-Säule, ergab sich eine 
apparente Masse von 102 kDa. Die Differenz zur berechneten Größe des PhyB 
Monomers von 73 kDa kann durch die nicht-globuläre Form des Phytochroms erklärt 
werden. Weiterhin wäre es jedoch möglich, dass sich AtPhyB in einem raschen 
Gleichgewicht befindet und so in Lösung die monomere und dimere Spezies vorliegt. 
Um dies ausschließen zu können, wurden native massenspektrometrische Intakt-
messungen des Wildtyps sowie einer verkürzte Variante ohne NTE, PhyB(90-651) 
von Dr. Nils Hellwig (AG Morgner) durchgeführt (siehe Abbildung 4.2). Die ΔNTE 
Variante wurde von Ramona Klasen kloniert254 und die Produktion und Reinigung 
erfolgten nach dem Protokoll des Wildtyps. 
 
Abbildung 4.2: Native massenspektrometrische Intaktmessung der PhyB Varianten unter nativen Bedin-
gungen. Hierbei wird das Masse-zu-Ladungsverhältnis (m/z) gegen die jeweilige Intensität aufgetragen. 
(A) Der Wildtyp besitzt zwei Signalsätze, wobei beide ein Molekulargewicht (MW) von 72,9 kDa besitzen. 
(B) Die verkürzte Variante (ΔNTE) zeigt lediglich einen Signalsatz der ein Molekulargewicht von 63,8 kDa 
aufweist. 
 
Der Wildtyp weist zwei Signalsätze auf, die jedoch beide eine Masse von 72,9 kDa 
haben und der theoretisch berechneten Masse des Monomers mit Chromophor 
(72,6 kDa) entsprechen. Bei dem Signalsatz mit einem geringeren Masse-zu-
Ladungsverhältnis handelt es sich um denaturiertes Protein, da dieses mehr 
Ladungen aufnehmen kann. Die ΔNTE Variante besitzt nur einen Signalsatz, der eine 






4.1.2 Spektroskopische Analyse 
Der spektroskopische Einfluss der N-terminalen Erweiterung von PhyB wurde via 
UV/Vis- und Resonanz-Raman-Spektroskopie untersucht und die Dunkelreversion 
ermittelt. Die UV/Vis-Spektren der ΔNTE Variante wurden von Ramona Klasen 
vermessen254 und die Dunkelreversionen beider Proteine von Verena Gruth bestimmt. 
 
Abbildung 4.3: Absorptionsspektren des Pr und Pfr Zustandes sowie das Differenzspektrum des Wildtyps 
und der ΔNTE Variante. (A) Die beiden Konformationen des Proteins lassen sich bereits durch die Farbe 
der Proben unterscheiden. Pr ist blau (oben) und Pfr türkis (unten). (B und C) Das Spektrum des Pr 
Zustandes, des Pfr Zustandes und des berechneten Pfr Zustandes sind in schwarz, rot und grün dargestellt 
sowie das Differenzspektrum in blau. 
 
Die Bestrahlung mit rotem oder dunkelrotem Licht führte zu einer Konformations-
änderung des Chromophors, die strukturelle Änderungen des Proteins bewirken. Zu 
erkennen war dies bereits an den Farben des mit PCB assemblierten Wildtyps. 
Während der Pr Zustand eine blaue Farbe aufwies, erschien die Pfr Form in türkis. 
Die Bestrahlung mit rotem Licht führte zu einem Gemisch aus Pr und Pfr, mit einem 
Anteil von 70 % Pfr für den WT und 60 % für die ΔNTE Variante. Der Wildtyp hat ein 
Absorptionsmaximum bei 652 nm für Pr und 712 nm für Pfr, im Gegensatz zu der 
verkürzten Variante, die Maxima bei 648 nm und 702 nm aufweist. Die bathochrome 
Verschiebung zeigt sich deutlicher in der Pfr Form und liegt hier bei 10 nm, was den 
Einfluss des NTE auf die Stabilisierung der Pfr Form verdeutlicht.  
Weiterhin zeigte sich, dass, wie bereits für PhyB mit PΦB als Kofaktor beschrieben21, 
die Dunkelkonversion ohne N-terminale Erweiterung um den Faktor fünf schneller 
abläuft (t1/2 = 270 min für WT und t1/2 = 58 min für ΔNTE). Um die Halbwertszeit für 





1140 Minuten bestimmt und die Halbwertzeit hieraus berechnet. Für die ΔNTE 
Variante entspricht diese Messzeit dem Ende der Konvertierung, während vom WT 
noch 30 % im Pfr Zustand vorlagen (siehe Abbildung 4.4). 
 
Abbildung 4.4: Dunkelreversion (Pfr→Pr) des Wildtyps (schwarz) und der ΔNTE Variante (rot). Die 
Messungen wurden bei 25 °C durchgeführt. 
 
Aus den Daten ist ersichtlich, dass beim WT nach 200 min noch 65 % der 
ursprünglichen 70 % im Pfr Zustand vorlagen, während es bei der ΔNTE Variante WT 
nur noch 12 % der ursprünglichen 60 % waren. Um den Einfluss der N-terminalen 
Erweiterung auf den Chromophor zu untersuchen, wurden von David Buhrke aus der 
AG Hildebrandt Resonanz-Raman-Messungen sowie die Analyse der Daten mit beiden 
Varianten des Proteins durchgeführt (siehe Abbildung 4.5). 
Sowohl die Resonanz-Raman Spektren der Pr, als auch der Pfr-Konformation des 
AtPhyB Wildtyps sind denen von AtPhyA sehr ähnlich252,255. Daher wurden die 
Zuordnungen der Schwingungen von PhyA auf die Spektren von PhyB übertragen um 
den Einfluss der NTE auf den Chromophor zu evaluieren. Hierbei wurden die 
spektralen Regionen untersucht, welche für eine strukturelle Veränderung bekannt 
sind. Ein Vergleich der Spektren zeigte, dass hauptsächlich die Schwingungen der C-D 
Methinbrücke durch das Entfernen der NTE verändert werden. Äquivalent zum Pfr 
Zustand von PhyA werden auch im Pfr Zustand von PhyB durch die Wasserstoff-
schwingung (engl.: Hydrogen out-of-plane; kurz: HOOP) und die Streckschwingung 
der C-D Methinbrücke (C-D Streckschwingung) zwei Doppelbanden hervorgerufen. 
Die Doppelbanden reflektieren die zwei Pfr Substrate, Pfr-I und Pfr-II, die sich im 
Öffnungswinkel der C-D Methinbrücke unterscheiden252,256. In der Pfr-II Form ist der 
Torsionswinkel zwischen dem C und dem D Ring schmaler als in der Pfr-I Form252. Die 





frequenz C-D-Streckschwingung (1617 cm-1) erniedrigen sich auf Grund des zweiten 
Signalsatzes bei 815 cm-1 und 1607 cm-1, beziehungsweise den korrespondierenden 
Signalsätzen des Pfr-II Zustandes. Beachtlich ist, dass zusätzlich zur Verschiebung des 
Gleichgewichts, das Entfernen der NTE feine strukturelle Änderungen in beiden 
Konformeren hervorruft, beispielsweise durch eine Verschiebung der HOOP Region 
zu kleineren Frequenzen. Die strukturellen Änderungen beinhalten weiterhin eine 
Schwächung der Wasserstoffbrückenbindungen mit den N-H-Gruppen der B und 
C Ringe, da die entsprechende N-H in-plane bending eine Verschiebung um 3 cm-1 in 
AtPhyB ΔNTE bewirkt. 
 
Abbildung 4.5: Resonanz-Raman Spektren des photosensorischen Moduls von PhyB (blau) und einer 
Variante ohne NTE (rot) in der Pr (oben) und Pfr (unten) Form. Dargestellt sind die C=C Streckschwingung 
(800-820 cm-1) und der HOOP Bereich (1550-1640 cm-1). 
 
In Pr sind die Änderungen auf eine Verschiebung um 2 cm-1 der C-D-
Streckschwingung (1636 cm-1) beschränkt, begleitet durch eine Schwächung der 
Intensitäten der Banden 789 cm-1 und 799 cm-1, was unter anderem die HOOP Region 
betrifft, welche die C-D-Methinbrücke koordiniert. Die strukturellen Einflüsse 
innerhalb der Chromophorbindungstasche, die durch das Entfernen der NTE 





Auffällig ist jedoch, dass die strukturellen Änderungen beider Konformationen die 
gleiche Region des Proteins betreffen.  
4.1.3  Wasserstoff-Deuterium-Austausch 
Um die, durch die Photokonversion ergebenen Änderungen zu lokalisieren und ein 
Packungsmodell für die NTE zu entwickeln, wurden HDX-Messungen durchgeführt. 
Hierbei wurde die Analyse der Δ Variante von Simon Strass durchgeführt257. Zunächst 
musste jedoch überprüft werden, wieviel Prozent der Pfr Form des Wildtyps am Ende 
einer fünfstündigen HDX-Messung vorliegt. Hierfür wurde die Dunkelkonversionsrate 
des Wildtyps bei 5 °C bestimmt (siehe Abbildung 4.6).  
 
Abbildung 4.6: Dunkelreversion (Pfr→Pr) des Wildtyps. Die Messung wurde bei 5 °C und über einen 
Zeitraum von fünf Stunden durchgeführt, was der Dauer einer HDX Messung entspricht. 
 
Es ergab sich bei der spektroskopischen Analyse, dass nach 5 h noch 75 % der 
ursprünglichen 70 % nach 5 h in der Pfr Form verblieben waren, so dass die HDX-MS-
Messung bei 1 °C für beide Konformationen des Phytochroms durchgeführt werden 
konnte. 
Für die HDX-MS Messung des Wildtyps wurden fünf verschiedene Deuterium-
Inkubationszeiten gewählt (30 s, 45 s, 60 s, 90 s und 120 s). Unter Verwendung der in 
3.6.3 festgelegten Parameter konnten für die Pr Form des Phytochroms 470 Peptide 
gefunden werden, so dass sich eine Aminosäure-Abdeckung von 96 % ergab. 
Anschließend erfolgte eine manuelle Durchsicht der Daten und es wurden 
168 Peptidfragmente ausgewertet, die eine Abdeckung von 91 % der Proteinsequenz 





Die Deuterium-Austauschraten für die Pr Form des Wildtyps sind in nachfolgender 
Abbildung auf der Struktur von PhyB übertragen. Bereiche mit keiner oder einer 
geringen Deuteriumaufnahme sind in blau dargestellt, während Bereiche mit einer 
hohen Aufnahme von bis zu 70 % in rot eingefärbt sind.  
 
Abbildung 4.7: Ergebnisse der HDX Analyse des photosensorischen Moduls von AtPhyB(1-651) in der Pr-
Form. Die relative Deuteriumaufnahme des Pr Zustandes nach 30 s ist auf die Kristallstruktur (PDB Code: 
4OUR) abgebildet. Im Gegensatz zu drei schnell austauschenden Schleifen (f-loops; engl.: Fast exchanging 
loops), die in der Kristallstruktur fehlen, tauschen drei Schleifen auf der Rückseite der PAS Domäne sehr 
langsam aus (s-loops; engl.: Slow exchanging loops; Ausschnitt rechts). Die α5PAS Helix ist verglichen mit 
SynCph1 (PDB Code: 2VEA; lila) länger, zeigt aber eine hohe Deuterium Aufnahme (oberer Ausschnitt). Die 
Nomenklatur der Sekundärstrukturelemente ist entsprechend Burgie et algewählt21. 
 
Um eine Aussage über die Richtigkeit der erhaltenen Daten treffen zu könne, wurden 
die Dynamiken der Deuteriumaufnahme mit der Struktur verglichen. Drei schnell 
austauschende Schleifen (engl.: Fast exchanging loops; kurz: f-loops): f-loop1 (G142-
E155), f-loop2 (N378-M394) und f-loop3 (V464-M471) fehlen in der Kristallstruktur, 
vermutlich auf Grund ihrer hohen Flexibilität. Die HDX-MS-Analyse zeigte eine hohe 





Übereinstimmung der hohen Deuteriumaufnahme in bekannten flexiblen Bereichen 
ist ein wichtiges Indiz für die Güte der erhaltenen Daten. 
Ein deutlicher Unterschied zur Kristallstruktur ergab sich für die α5-Helix (siehe 
Abbildung 8.1) der PAS-Domäne. Die experimentellen Daten zeigten, dass ein Teil der 
Helix (I228-A238) eine erhöhte Austauschrate besitzt, was daraufhin deutet, dass die 
Helix eine weniger gefaltete Form in Lösung als im kristallinen Zustand einnimmt. 
Der Vergleich mit der entsprechenden Helix in Cph1 (PDB Code: 2VEA) ergab, dass 
Cph1 ebenfalls eine verkürzte Helix aufweist (siehe Abbildung 4.7, oberer 
Ausschnitt).  
Die Rückseite der PAS Domäne zeigt drei Schleifen mit sehr langsamen Deuterium-
Austausch (engl.: Slow exchanging loops; kurz: s–loops): s-loop1 (Q115-C119), s-loop2 
(H193-F201) und s-loop3 (K317-V325) (siehe Abbildung 4.7, Ausschnitt rechts). 
Obwohl die Schleifen exponiert an der Oberfläche des Proteins liegen und nicht in 
Wasserstoffbrückenbindungen involviert sind, zeigen sie nur einen geringen 
Austausch. 
Um mögliche Unterschiede zwischen der Pr und der Pfr zu lokalisieren, wurden die 
entsprechenden Chromatogramme beider Formen in DynamX geladen und analysiert. 
Es wurden vom Programm 400 Peptide gefunden, so dass sich eine Aminosäure-
Abdeckung von 95 % ergab. Anschließend erfolgte eine manuelle Durchsicht der 
Daten und es wurden 165 gemeinsamen Peptidfragmente ausgewertet, die eine finale 
Abdeckung von 91 % der Proteinsequenz mit einer Redundanz von 2,3 pro Amino-







Abbildung 4.8: Darstellung der nach dem Verdau von PhyB WT erhaltenen Peptidfragmente inklusive 
ihrer relativen Deuteriumaufnahme nach 30 s. Der Farbverlauf von blau über grün nach rot zeigt die 
Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für keine bis eine geringe und rot für eine hohe Aufnahme. Der 
schwarze Kasten zeigt den Bereich der Zungenregion, in der keine Peptide gefunden wurden. 
 
Interessanterweise zeigten sich Unterschiede in der Deuteriumaufnahme im Bereich 
der N-terminalen Erweiterung (M1-T90), einen Bereich, den die Kristallstruktur von 
AtPhyB nicht umfasst. Die Region war als sehr flexibel und unstrukturiert vorher-
gesagt worden. Die HDX Untersuchungen zeigen jedoch kontroverse Ergebnisse, da es 
Bereiche mit hohen und niedrigen Austauschraten gibt, so dass von einer partiellen 







Abbildung 4.9: Ergebnisse der HDX Messung für die N-terminalen Erweiterung (NTE). Die relative 
Deuteriumaufnahme wurde für den Pr und den Pfr Zustand für fünf verschiedene Zeiten ermittelt. Drei 
Regionen weisen einen Unterschied zwischen dem Pr und Pfr Zustand auf (56-58, 84-89 und 104-110). Aus 
vorangegangenen Studien ist bekannt, dass zwei der Bereiche Phosphorylierungsstellen (eingekreistes P; 
S84, S86 und Y104) beinhalten. Die fett markierten Buchstaben der Sequenz zeigen den Beginn der 
Kristallstruktur. 
 
Drei Regionen innerhalb der NTE (K56-I58, S84-K88 und Y104-Q110) weisen eine 
Lichtabhängigkeit auf, da sie einen signifikanten Unterschied in der Deuterium-
aufnahme zwischen Pr und Pfr Form zeigen. Die letzten zwei Regionen sind hierbei 
von besonderem Interesse, da sie bekannte Phosphorylierungsstellen beinhalten 
(S84, S86 und Y104)58,59. Des Weiteren konnte für die Region P28 bis Q36 in beiden 
Formen eine reduzierte Aufnahme festgestellt werden. 
Der Vergleich der Daten des Pr und des Pfr Zustandes zeigten weiterhin signifikante 






Abbildung 4.10: Differenz der Deuterium Aufnahme zwischen der Pfr und der Pr Form des Wildtyps. Die 
Domänenverbindende Helix weist in der Pfr Form zuerst einen niedrigeren und dann eine höhere 
Deuterium Aufnahme gegenüber der Pr Form auf. Dies ist vermutlich auf den bereits aus bakteriellen 
Phytochromen bekannten Knick in der Helix zurückzuführen. Eine Schleife und ein daran anschließendes 
β-Faltblatt, die sich zwischen den Domänen befinden, tauschen in der Pfr Form langsamer aus als in der Pr 
Form. PCB = Phycocyanobilin. 
 
Die helikale Verbindung zwischen der GAF und der PHY Domäne zeigt eine geringere 
Aufnahme im Bereich L437 bis M439 in Pfr, wohingegen dahinter ein Bereich mit 
einer höheren Austauschrate (S440-E441) zu finden ist. Dies könnte einen Knick in 
der domänenverbindenen Helix markieren, der bereits in bakteriellen Phytochromen 
nachgewiesen wurde258,259. 
Ein entscheidender Schritt während der Photokonversion ist die Z→E Isomerisierung 
der C15-C16 Doppelbindung des D-Rings, welche mutmaßlich konformationelle 
Änderungen innerhalb der Chromophorbindungstasche auslöst. Die Bereiche um die 
Reste H276 und P304, welche die aliphatische Umgebung des D-Rings formen, sind in 
der Pfr Form geschützter gegenüber einem Deuterium-Austausch. Eine Schleife im 
gleichen Bereich (F278-E282) zeigt eine vergleichbar niedrige Austauschrate.  
Auffälligerweise zeigte sich bei den erhaltenen Peptidfragmenten eine Lücke im 
Bereich der Zungenregion (siehe Abbildung 4.8). Eine separate Analyse der Pr und 
der Pfr Daten unter den gleichen Parametern ergab schließlich eine Abdeckung der 







Abbildung 4.11: Unterschiede der Deuterium Aufnahme zwischen der Pfr und Pr Form in der 
Zungenregion. Die fetten und rot dargestellten Aminosäuren markieren die konservierten Motive 
innerhalb der Zungenregion. 
 
Das unterschiedliche Verdaumuster der Zungenregion ist ein Indiz für eine Änderung 
der Sekundärstrukturelemente. Bildet man die erhaltenen Austauschraten auf den 
Zungenbereich der Kristallstruktur und eines generierten Modells der Pfr Form ab 
(siehe Abbildung 4.12), so ist zu erkennen, dass sich die größten Änderungen für das 
WG/AG Motiv ergeben. 
 
Abbildung 4.12: Unterschiede der Zungenregion in der Deuterium Aufnahme zwischen dem Pfr und Pr 
Zustand. Die Ergebnisse wurden auf die Kristallstruktur (links) oder ein generiertes Model (rechts) 
abgebildet. Besonders deutlich wird der Unterschied für das WG/AG Motiv, welches in der Pfr Form 
exponiert auf einer Schleife und in der Pfr Form in einem β-Faltblatt vorliegt. Die strukturellen Unter-
schiede spiegeln sich auch in den HDX Ergebnissen wieder, da das Motiv in der Pfr Form eine hohe und in 
der Pr Form eine stark verminderte Deuterium Aufnahme zeigt. 
 
In der Pr Form zeigt das Motiv fast keine Deuteriumaufnahme vergleichen mit einer 





Kristallstruktur, da das Motiv auf einem β-Faltblätter der Zungenregion liegt, welches 
hydrophobe Wechselwirkungen mit dem zweiten Faltblatt der Zungenregion und der 
GAF Domäne eingeht. Dagegen ist in der vorhergesagten Struktur der Pfr Form dieses 
Motiv exponiert auf einer Schleife lokalisiert, dass den signifikant erhöhten Austausch 
erklärt. 
In der Kristallstruktur konnte neben der fehlenden N-terminalen Erweiterung, 
konnte auch die Scharnierregion (R624-A651)11 zwischen PHY und PAS Domäne 
nicht abgebildet werden. Jedoch konnte auch diese Region mit Peptiden der HDX-MS-
Messung abgedeckt werden, die eine Aussage über die Zugänglichkeit ermöglichen 
(siehe Abbildung 4.13). 
 
Abbildung 4.13: Der Anfang der Scharnierregion (R615-A651) weist im Gegensatz zur NTE keine hohe 
Deuteriumaufnahme auf, was vermuten lässt, dass die Region nicht so flexible ist wie angenommen. Es 
zeigt sich sogar, dass ein Bereich gar keinen Austausch zeigt. Außerdem ist kein Unterschied zwischen 
dem Pr und Pfr Zustand ersichtlich. Die fett markierten Buchstaben der Sequenz zeigen den Beginn der 
Kristallstruktur. 
 
Im Gegensatz zur NTE, bei der es einen Unterschied in der Deuteriumaufnahme 
zwischen dem Pr und dem Pfr Zustand gibt, weist die Scharnierregion nur leichte 
Änderungen (E644-E648) im C-terminalem Bereich auf. Des Weiteren zeigt die 
Scharnierregion eine variierende, jedoch relativ niedrige Deuteriumaufnahme, was 
darauf hinweist, dass die Region nicht als unstrukturierter C-Terminus vorliegt, 








4.2 PAPP5 – Kontrolle der Aktivität durch Autoinhibition 
Neben der spezifischen Absorption von Licht stellt die Phosphorylierung, 
beziehungsweise die Dephosphorylierung, einen zweiten wichtigen Weg dar, um die 
Aktivität der pflanzlichen Phytochrome zu regulieren. PAPP5 erweist sich hierbei als 
interessanter Interaktionspartner der Phytochrome, da Arbeiten von Ryu et al 
zeigten, dass PAPP5 sowohl mit dem N-, als auch mit dem C-Terminus von 
Phytochrom A aus Avena sativa interagiert. Weiterhin konnte auch eine Bindung an 
PhyA und PhyB aus Arabidopsis thaliana nachgewiesen werden74. Um weitere 
Informationen über diese Phosphatase zu gewinnen, wurde diese kristallisiert, so 
dass ihre Struktur gelöst werden konnte. Des Weiteren wurden Experimente 
durchgeführt, um den bislang ungeklärten Mechanismus der Aktivierung dieses 
Phosphatasetyps mittels Fettsäuren aufzuklären. 
4.2.1 Etablierung der Produktion und Reinigung von PAPP5 
Für die rekombinante Expression von PAPP5 wurde die Isoform 2 ohne 
Membrananker als synthetisches Gen bestellt und in den pET-28a(+) Vektor ligiert. 
Für die Proteinproduktion wurde das Plasmid in E. coli BL21(DE3) Gold Zellen trans-
formiert. Die heterologe Produktion wurde in TB-Medium bei 21 °C über Nacht 
durchgeführt, nachdem mit 0,1 mM IPTG induziert wurde. Nach dem Aufschluss der 
Zellen erfolgte ein erster Reinigungsschritt mittels Ni-NTA-Affinitätschromatografie 
und abschließend eine Größenausschlusschromatografie unter Verwendung einer 
Superdex200 26/60 Säule. Durch die Kalibrationsgleichung ergibt sich eine 
apparente Masse von 60 kDa gemäß Kalibrationsgleichung (siehe Abbildung 4.14), 
die mit der theoretisch berechneten Masse von 55 kDa in guter Übereinstimmung 
steht. Es zeigte sich, dass PAPP5 in einer rein monomeren Form von der Säule 






Abbildung 4.14: Reinigung des Phosphatase PAPP5. (A) Aus dem SDS-PAGE der Reinigung ist ersichtlich, 
dass die Phosphatase bei einer Masse von circa 60 kDa migriert (markiert durch einen Stern), welches 
sehr gut der theoretisch berechneten Masse von 55 kDa entspricht. Als Referenz für die SDS-Page wurde 
der Unstained Protein Molecular Weight Marker von Fermentas eingesetzt. (B) Das Chromatogramm der 
Gelfiltration zeigt einen Peak bei einem Elutionsvolumen von 205 mL, der einer apparenten Masse von 
60 kDa entspricht. Die Absorption wurde bei 280 nm (schwarz) gemessen.  
 
Nach der Gelfiltration war auf der SDS-PAGE eine Bande bei circa 60 kDa sichtbar, die 
der theoretisch berechneten Masse von PAPP5 von 55 kDa entspricht. Es zeigte sich, 
dass es möglich war die Phosphatase in löslicher Form zu erhalten, ohne die 
Notwendigkeit eines löslichkeitssteigernden Fusions-Tags.  
Weiterhin konnte eine Deletionsvariante ohne TPR Domäne (136-484) und eine ohne 
TPR Domäne und C-terminalen inhibierendem Motiv (136-471) hergestellt werden. 
Die Produktion und Reinigung erfolgten analog zum Wildtyp. 
4.2.2 Kristallisation und Strukturlösung 
Um für die Kristallisation ideale Bedingungen zu finden, wurden zunächst 
verschiedene Puffersysteme und pH-Werte getestet. Mittels eines Thermofluor-
Assays wurden die Schmelzpunkte von PAPP5 in verschiedenen Puffersystemen 






Abbildung 4.15: Thermofluor-Assays zur Ermittlung idealer Pufferbedingungen für die Kristallisation. Es 
wurden verschiedene Puffersysteme (A) getestet und von den erhaltenen Schmelzkurven Ableitungen 
gebildet (B), um die Schmelzpunkte zu ermitteln. (C) Zusammenfassung der Schmelzpunktänderung der 
Puffersysteme aufgetragen in Abhängigkeit von ihrem pH-Wert. Die ersten vier Ergebnisse wurden auf 
Grund des flachen Verlaufs der Schmelzkurven nicht weiter berücksichtigt. 
 
Unter Berücksichtigung der aus den Ableitungen der Schmelzkurven ermittelten 
Schmelzpunkte wurden elf Bedingungen für eine nähere Analyse ausgewählt. Weitere 
vier Bedingungen wurden auf Grund eines sehr flachen Kurvenverlaufs verworfen. 
Aus den verbleibenden Puffersystemen wurden fünf Bedingungen (Ammoniumacetat 
pH=7,5; HEPES pH=7,5; EPPS pH=8,0; Tris pH=8,0 und Tris pH=8,5 ausgewählt und 
initiale Kristallisationsscreens in 96-well Format mit den kommerziellen Screens 
Core I bis Core IV durchgeführt. 
Nach einer Woche war für den Tris Puffer bei pH 8,0 die Bildung kleinerer 
Nadelbüsche bei 18 °C und Bedingung B2 (0,1 M HEPES pH 7,5; 20 % (v/v) 
PEG 8000) und C10 (0,1 M HEPES pH 6,5; 20 % (v/v) PEG 6000) des Screens Core I zu 






Abbildung 4.16: Kristalle des initialen Kristallisationsscreens Core I. (A) Kleinere Nadelbüsche aus 
Bedingung C10 (0,1 M HEPES pH 6,5; 20 % (v/v) PEG 6000). (B) Kleinere Nadelbüsche aus Bedingung B2 
(0,1 M HEPES pH 7,5; 20 % (v/v) PEG 8000). 
 
Eine Verfeinerung der Bedingung C10 im 24-well hanging drop Maßstab, sowie ein 
Mikroseeding mit Kristallen aus der Bedingung C10 führten bei der Bedingung 
bestehend aus 0,1 M HEPES pH 7,0; 50 % (v/v) PEG 4000 zur Bildung größerer 
Nadeln mit einer Länge von bis zu etwa 100 µm (siehe Abbildung 4.17). 
 
Abbildung 4.17: Kristalle nach der Optimierung der Kristallisationsbedingungen (0,1 M HEPES pH 7,0; 
50 % (v/v) PEG 4000) mittels Mikroseeding. Es bildete sich längliche Nadeln bis etwa 100 µm. Sich 
bildendes amorphes Präzipitat könnte auf denaturiertes Protein zurückgeführt werden. 
 
Die Kristalle von PAPP5 wurden verwendet um am Synchrotron der Berliner 
Elektronenspeicherring-Gesellschaft für Synchrotronstrahlung (BESSY-II) Datensätze 
aufzunehmen. Hierfür wurde die Strahllinie 14.2 verwendet. Die Integration und 
Datenreduktion wurde mit XDS sowie SCALA durchgeführt. Die Kristalle beugten bis 






Tabelle 4.1: Statistik des Datensatzes SvH17. Aufgenommen wurde der Datensatz am Synchrotron der 
Berliner Elektronenspeicherring-Gesellschaft für Synchrotronstrahlung (BESSY-II). Die Werte in Klam-
mern geben jeweils die Werte der höchsten Schale an. Sl = Strahllinie; a.s.u. = asymmetrische Einheitszelle 
(engl.: Asymmetric unit). 
 AtPAPP5 
Datensatz SvH17 
Röntgenquelle BESSY II, Sl 14.2 
Wellenlänge 0,91841 
Raumgruppe P 1 21 1 
Zellmaße (Å) a = 51,6, b = 103,0, c = 95,1 
α = 90,0°, β = 95,6°, γ = 90,0° 
Moleküle/a.s.u.  2 
Auflösung (Å) 34,8 – 3,0 
Beobachtete Reflexe 36799 (9404) 
Multiplizität 3,3 (3,3) 
Einzigartige Reflexe 19740 (2892) 
Rmerge (%) 0,142 (0,472) 
Vollständigkeit (%) 99,1 (99,6) 
Mittleres I/σ (I) 13,7 (4,1) 
Wilson B-Faktor (Å2) 32,3 
 
Aufgrund der Übereinstimmung der Primärstruktur von 56 % zu der bekannten PP5 
Struktur, aus Homo sapiens (PDB Code: 1WAO) wurde eine Lösung des Phasen-
problems mittels molekularen Ersatzes in PHENIX vorgenommen. Weitere Verfei-
nerungszyklen erfolgten durch die alternierende Benutzung der automatischen 
Verfeinerung durch Phenix.refine und der manuellen Optimierung mittels Coot. Der 
relativ hohe Abstand der R-Werte (Rwork = 0,186 und Rfree = 0,254) ergibt sich durch 
die geringe Auflösung von 3.0 Å. Die weiteren Werte der Verfeinerungsstatistik 
können Tabelle 4.2 entnommen werden. 
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Einige Kristalle wurden für 10 s bis 2 min in Arachidonsäurelösungen (10 mM, 
20 mM, 50 mM und 100 mM) inkubiert und anschließend gefroren. Es zeigte sich 
jedoch, dass die Inkubation ein Auflösen der Kristalle verursachte und beim 
Aufnehmen der Datensätze nur eine maximale Auflösung von 8 Å erreicht werden 
konnte.  
4.2.2.1 Die Struktur von PAPP5 – Kontrolle der Aktivität durch Auto-
inhibition 
Die Lösung der Struktur ergab, dass sich zwei Moleküle in der asymmetrischen 
Einheitszelle befinden. Eine Analyse mittels des Servers PISA260 zeigte keine 
ausreichenden Wechselwirkungen, so dass davon ausgegangen werden kann, dass 
keine Dimeranordnung vorliegt. Zum Vergleich wurde die menschliche PP5 
Phosphatase ebenfalls analysiert, bei der eine Dimeranordnung über ein β-Sandwich 
beobachtet wurde. Es ergab sich ebenfalls nur eine geringe Anzahl an 
Wechselwirkungen von denen jedoch keine als signifikant betrachtet werden kann. 
Zwischen den beiden Molekülen in PAPP5 ergeben sich lediglich geringfügige 
Unterschiede im C-Terminus. Da jedoch die aktive Tasche und der C-Terminus im 
Molekül A besser aufgelöst sind, erfolgt die weitere Betrachtung anhand diesem 
(siehe Abbildung 4.18). 
 
Abbildung 4.18: Orientierung der zwei Moleküle in der asymmetrischen Einheit. (A). Das Molekül A ist in 
beige und das Molekül B in grün dargestellt. Jede Untereinheit hat jeweils zwei Manganionen (lila) 
gebunden, welche in lila eingefärbt sind. (B) Die Überlagerung beider Moleküle. 
 
Als Mitglied der PP5 Familie zeigt PAPP5 einen typischen Aufbau bestehend aus einer 





Zwischen der TPR und PP2A Domäne befindet sich die aktive Tasche, in der zwei 
Manganionen gebunden sind. Das C-terminale inhibierende Motiv ist oberhalb der 
Interaktionsfläche der TPR und der PP2A Domäne angeordnet (siehe Abbildung 
4.19). 
 
Abbildung 4.19: Schematische Präsentation (A) und Kristallstruktur (B) von AtPAPP5. Die N-terminale 
TPR Domäne (blau) ist über eine lange α-Helix sowie einer Schleife (Linker; hellblau) mit der PP2A 
Domäne (grün) verbunden. Der C-Terminus der PP2A Domäne enthält ein inhibierendes Motiv bestehend 
aus einer lange Schleife sowie einer Helix (rot). Die zwei gebundenen Manganionen sind in lila koloriert. 
Die α-Helices und β-Stränge sind vom N- zum C-Terminus nummeriert. 
 
Die TPR (engl.: Tetratricopeptide repeats) Domäne besteht aus drei Repeats, die 
jeweils zwei α-Helices besitzen, welche ein gemeinsames Helix-Turn-Helix Motiv 
ausbilden. Diese Motive sind übereinander in drei Paaren angeordnet, wobei eine 
leichte Rotation zwischen den Paaren auftritt. Durch diese Anordnung kommt es zur 
Ausbildung einer superhelikalen tertiären Struktur. Die streng konservierte PP2A 
Domäne besitzt eine kompakte α/β-Faltung bestehend aus elf α-Helices und elf β-
Strängen. Die β-Stränge bilden in der Mitte des Moleküls eine β-Sandwich Struktur 
aus. Auf der einen Seites dieses Sandwiches sind drei kurze Helices (α9-α11) und auf 
der anderen Seite sechs Helices (α12-α17) angeordnet. Das C-terminale inhibierende 
Motiv ist aus einer 15 Aminosäuren langen Schleife (S463-N477) und einer Helix 
zusammensetzt. Ein Topologie-Diagramm der PP2A Domäne und des C-terminalen 






Abbildung 4.20: Topologie-Diagramm der PP2A Domäne (grün) und des C-terminalen Motivs (rot). Die α-
Helices sind als Kreise und die β-Stränge als Dreiecke dargestellt. Die Nummerierung entspricht der 
Gesamtstruktur.  
 
Die Superposition von PAPP5 mit der menschlichen Phosphatase PP5 (PDB Code: 
1WAO und 1S95) ergibt eine hohe Übereinstimmung zwischen den beiden Struktu-
ren. Lediglich die PP2A Domäne weist Unterschiede auf, da PP5 drei weitere β-Strän-
ge zwischen den Helices 16 und 17 besitzt, welche in der pflanzlichen Struktur als 
Schleifenregionen vorliegen (siehe Abbildung 4.21B). Die Struktur von PAPP5 konnte 
im Gegensatz zur Struktur von PP5 mit einer vollständigen Verbindung zwischen der 
TPR Domäne und der PP2A Domäne gelöst werden (siehe Abbildung 4.21). 
 
Abbildung 4.21: Superposition von PAPP5 mit PP5. (A) Die Domänen der pflanzlichen Phosphatase PAPP5 
sind in dunkelblau, lila, grün und rot koloriert und die der menschlichen Phosphatase PP5 (PDB Code: 
1WAO) in hellblau, beige, grau und rosa. (B) Überlagerung der Phosphatase Domäne PP2A der 
pflanzlichen Struktur (grün) und zweier menschlicher Strukturen (PDB Code: 1WAO in grau und PDB 






Bei einem Vergleich der TPR Domänen fällt auf, dass die TPR2 und die erste Helix des 
TPR3 Repeats eine gleiche Anordnung aufweisen. Wohingegen der TPR1 Repeat mit 
einer Verdrehung von circa 15 ° zueinander die größte Abweichung aufweisen.  
Die Superposition der pflanzlichen und menschlichen PP2A Domäne, die ohne TPR 
Domäne kristallisiert wurde, weist keine strukturellen Änderungen auf, so dass davon 
ausgegangen werden kann, dass keine größere konformationelle Änderung der PP2A 
Domäne zur aktiven Form erfolgen muss (siehe Abbildung 4.22). 
 
Abbildung 4.22: Superposition der PP2A Domänen, die mit und ohne TPR Domäne kristallisiert wurden. 
Die Kristallstruktur von PAPP5 aus Arabidopsis thaliana (grün) wurde mit der TPR Domäne kristallisiert 
und die Struktur von PP5 aus Homo sapiens (gelb; PDB Code: 1S95) ohne diese. Die C-terminalen 
inhibitorischen Motive sind in rot (PAPP5) und hellblau (PP5) eingefärbt. Die Manganionen sind in lila 
und schwarz koloriert. 
 
Weiterhin weisen Deletionsvarianten von PAPP5 ohne TPR Domäne, aber fusioniert 
an einem GST-Tag eine ebenso hohe katalytische Aktivität, wie das mit AA aktivierte 
Vollängenprotein74. Dies spricht dafür, dass die TPR Domäne nicht an der 
Dephosphorylierung von Substraten beteiligt ist.  
Die katalytische Tasche der Phosphatase befindet sich zwischen der TPR und der 
PP2A Domäne und wird von vier Schleifen und einer Helix: β4 - α12, α15 – β3, β7 - β8,     
β6 - α15 und α16 gebildet. In der Mitte der Tasche sind zwei Manganionen 






Abbildung 4.23: Katalytische Tasche der Phosphatase PAPP5. (A, C) Detaillierte Darstellung der 
Koordination der Manganionen der Phosphatase PAPP5 aus Arabidopsis thaliana und PP5 aus Homo 
sapiens (PDB Code: 1S95). Die Wechselwirkungen der Aminosäuren mit den Metallionen (PAPP5: lila; PP5: 
schwarz) sind in rot dargestellt. Grüne Kugeln repräsentieren Chloride und rote Wassermoleküle. (B) 
Superposition der Phosphatbindungsstelle von PAPP5 und PP5 (PDB Code: 1S95). Die Wechselwirkungen 
zwischen dem Phosphat und den Aminosäuren sind als schwarz gestrichelte Linien dargestellt. Die 
Nummerierung der Aminosäuren bezieht sich auf PAPP5. 
 
Hierbei wird das Manganion 1 von den Aminosäuren D257, N289, H338, H413 D228, 
H230, D257 und einem Chloridion koordiniert und Manganion 2 von den 
Aminosäuren D228, H230, D257 sowie dem Chloridion. Durch den Vergleich der 
aktiven Tasche von PAPP5 und PP5 (PDB Code: 1S95) zeigte sich, dass neben den 
konservierten Aminosäuren noch zwei weitere Wassermoleküle an der Koordination 
der Manganionen beteiligt sind, so dass ein leicht verzerrter Oktaeder entsteht. 
Weiterhin besetzt das Chlorid in der pflanzlichen Struktur die Position des Phosphats. 
Fünf weitere Aminosäure: R261, N289, H290, R386 und Y437 sorgen für die korrekte 
Positionierung des Phosphatanions (siehe Abbildung 4.23B). Durch die Superposition 
der Strukturen ergibt sich, dass die Reste R261, und R386 (bezogen auf PAPP5) in 
PP5 zum gebundenen Phosphat ausgerichtet sind und deren Position somit mit der 
Phosphatbindung variiert. 
An der Inhibition des aktiven Zentrums ist sowohl die TPR Domäne als auch das C-





messungen von Deletionsvarianten bewiesen werden konnte138,74. Die Struktur der 
pflanzlichen Phosphatase konnte zum ersten Mal die spezifischen Aminosäuren 
identifizieren, durch welche die Inhibition stabilisiert wird (siehe Abbildung 4.24). 
 
Abbildung 4.24: Wechselwirkungen zwischen den einzelnen Domänen. (A) Die Inhibition der PP2A 
Domäne durch die TPR Domäne basiert auf einer Vielzahl von Wechselwirkungen. Hervorgehoben sind 
die Wasserstoffbrücken von E61 zu R261 und Y437, die beide an der Phosphatbindung beteiligt sind. (B) 
Die C-terminale Helix interagiert sowohl mit der TPR als auch mit der PP2A Domäne. (C) Die 
Interaktionen der C-terminalen Helix unterscheiden sich in den Ketten A und B. Die Wechselwirkungen 
der Aminosäuren sind durch gestrichelte schwarze Linien dargestellt. 
 
Eine Analyse der Interaktionen zwischen der TPR und PP2A Domäne zeigt, dass alle 
TPR Repeats an der Ausbildung von Wechselwirkungen zu der PP2A Domäne beteiligt 
sind. Hierbei ist die Wasserstoffbrückenbindung der Carboxylatseitengruppe von E61 
zu Y437 und R261 von besonderem Interesse, da beide Aminosäuren an der 
Koordination des Phosphats beteiligt sind. Es konnte bereits durch Mutationsstudien 
in PP5 gezeigt werden, dass eine Alaninmutante die Aktivität um das zehnfache 
steigert136. Eine weitere Stabilisierung der Inhibition erfolgt durch die Interaktion der 
Hydroxylseitengruppe von Y63 mit R261. Diese Wechselwirkungen mit der 
Phosphatbindungstasche sowie die zwischen dem Amidsauerstoff von A93 und der 






Weiterhin ist die C-terminale Helix an der Abschirmung der aktiven Tasche beteiligt. 
Im Gegensatz zu PP5 liegen in der pflanzlichen Struktur nicht nur unpolare 
Wechselwirkungen vor. So bildet die Thioether-Gruppe von M482 Wechselwirkungen 
mit dem Carbonyl-Sauerstoff von Y85 aus, sowie van-der-Waals-Wechselwirkungen 
mit L92. Besonders interessant ist die Aminosäure Arginin 484, die mit den Carbonyl-
Sauerstoffen von Y63 und Y299 polare Interaktionen eingeht. Die Position der 
Aminosäure wird weiterhin durch Wechselwirkungen der Amid-NH-Gruppe von 
L480 und dem Amid-Sauerstoff von T58 stabilisiert. Somit geht die Aminosäure R484 
Wechselwirkungen sowohl mit der TPR als auch mit der PP2A Domäne ein. 
Die richtige Positionierung der C-terminalen Helix wird auch durch die Interaktion 
mit dem Linker unterstützt. Die heterogenen Interaktionen der C-Termini führt zu 
unterschiedlichen Wechselwirkungen in den Ketten. Die hydrophoben Wechselwir-
kungen zwischen Aminosäure A127 und F474 treten hierbei in beiden Ketten auf. 
Weiterhin treten in Kette A, zwischen E123 und R481, polare Wechselwirkungen auf, 
jedoch nicht in Kette B. Hier interagiert Aminosäure R481 mit N478.  
Weiterhin könnte die heterogene Interaktion des C-terminalen inhibierenden Motivs 
ein Hinweis darauf sein, dass nur eine partielle Inhibition des C-Terminus erfolgt und 
sich ein dynamisches Gleichgewicht zwischen der aktiven und inhibierten Form 
ausbildet. Dies könnte die zwar geringe, aber dennoch vorhandene Aktivität des 
Wildtyps erklären (siehe Abschnitt 4.2.3). 
4.2.3 Studien zur Phosphatase-Aktivität von PAPP5 
Aus früheren Veröffentlichungen ist bekannt, dass Arachidonsäure (AA) PAPP5 und 
die menschliche PP5 Phosphatase aktiviert74,137,139. Um die Funktionalität des 
rekombinanten PAPP5 zu überprüfen wurde die Phosphatase unter Zugabe von AA 
vermessen. In der vorliegenden Arbeit wurde ein Assay verwendet, das auf para-
Nitrophenylphosphat (pNPP) als Chromogen basiert. Hierbei wird die freigesetzte 
Menge an Phosphat (Pi) bei 405 nm verfolgt auf Grund der Bildung zu para-
Nitrophosphat. Für die Assays wurde jeweils 1 µg Protein eingesetzt und der Einfluss 







Abbildung 4.25: Phosphataseaktivität von PAPP5. (A) Der Einfluss des Aktivators Arachidonsäure (AA) auf 
die Aktivität der Phosphatase wurde in Anwesenheit von 40 mM para-Nitrophenylphosphat als Substrat 
bestimmt. Die Arachidonsäurekonzentration wurde gegen die Aktivität (Mittelwert ± SD; n=3) aufge-
tragen. (B) Die Konzentration des Substrats (pNPP) wurde variiert und die Aktivität (Mittelwert ± SD; 
n=3) des Wildtyps sowie der Einfluss von Arachidonsäure und Ethanol (EtOH) bestimmt.  
 
Durch die Verwendung der Michaelis-Menten-Kinetik ergab sich für die variierende 
Arachidonsäurekonzentration ein Vmax-Wert von 12,9+/-2,2 μmol Pi freigesetzt pro 
min und mg Protein und ein KM-Wert von 94,7+/-12,1 μM (siehe Abbildung 4.25 A). 
Es zeigte sich, dass bis zu einer Arachidonsäurekonzentration von circa 200 µM die 
Aktivität der Phosphatase signifikant steigt. Da die kritische Mizellenkonzentration 
von Arachidonsäure allerdings bei 77 µM (Puffer: 50 mM HEPES pH 7,6; 1 mM EDTA, 
1 mM DTT, 5 mM MgCl2; RT) liegt261, wurde für die weiteren Messungen eine 
Konzentration von 70 µM verwendet.  
Durch Berechnen der Michaelis-Menten-Kinetiken für variierende pNPP Konzen-
tration ergab sich für die Zugabe der Arachidonsäure ein Km-Wert von 92,2 mM und 
ein Vmax-Wert von 15+/-1,1 μmol Pi freigesetzt /(min·mg). Die Zugabe von der 
Arachidonsäure bewirkte eine fast doppelte Steigerung gegenüber der Aktivierung 
mit Ethanol (Vmax = 8,9+/-1,9 μmol Pi freigesetzt /(min·mg)) und eine vierfache 
Steigerung gegenüber dem Wildtyp (Vmax = 3,6+/-0,7 μmol Pi freigesetzt /(min·mg)) 
unter saturierenden pNPP-Konzentrationen. Ein Vergleich mit den von Ryu et al. 
erhaltenen Werten zeigt, dass die Aktivitäten der Phosphatase mit Fusions-Tag fast 
doppelt so hoch sind (Vmax = 22 μmol Pi freigesetzt /(min·mg)), allerdings wurde 
hierbei eine Arachidonsäurekonzentration von 100 μM verwendet74. Unter den 





PAPP5 (136-484) und PAPP5 (136-471) vermessen. Beide besaßen jedoch keine 
messbare Aktivität, was wahrscheinlich durch die Bildung von Oligomeren (siehe 
Abbildung 4.29) und eine daraus resultierende Unzugänglichkeit der aktiven Tasche 
begründet werden kann. 
Weiterhin wurden Kontrollreaktionen mit Ethanol durchgeführt, da die 
Arachidonsäure in Ethanol gelöst wurde. Das Volumen an Ethanol entsprach dem 
zugegeben Volumen an Arachidonsäure. Überraschenderweise zeigte sich ebenfalls 
eine gesteigerte Aktivierung gegenüber dem Wildtyp, die mit höheren pNPP 
Konzentrationen zunimmt. Ethanol scheint ebenfalls in der Lage zu sein die 
blockierte aktive Tasche freizusetzen. Um den Einfluss von Ethanol auf die Aktivität 
der Phosphatase zu überprüfen, wurde das zugegebene Ethanolvolumen im Bereich 
zwischen 0 % und 90 % (v/v) variiert (siehe Abbildung 4.26). 
Aus den Daten ist ersichtlich, dass eine Steigerung der Aktivität bis 75 % Ethanol 
erreicht werden konnte. Erstaunlich ist die extrem hohe Toleranz der Phosphatase 
gegenüber Ethanol. 
 
Abbildung 4.26: Einfluss von Ethanol auf die Phosphataseaktivität von PAPP5. Die Aktivität 
(Mittelwert ± SD; n=3) wurde in der Anwesenheit von 50 mM para-Nitrophenylphosphat (pNPP) und mit 
variierender Ethanolkonzentrationen (EtOH) bestimmt. 
 
Um die für die Aktivierung notwendigen Eigenschaften der Fettsäure zu ermitteln, 
wurde der Einfluss einfach und mehrfach ungesättigter Fettsäuren sowie gesättigter 
Fettsäuren und Dicarbonsäuren auf die Aktivität der Phosphatase bestimmt. Die 






Abbildung 4.27: Strukturen der Fettsäuren, die zur Aktivierung von PAPP5 getestet wurden.  
 
Die durch die Zugabe verschiedener Fettsäuren ermittelten Aktivitäten wurden für 
einen einfacheren Vergleich als Balkendigramm aufgetragen (siehe Abbildung 4.28).  
 
 Abbildung 4.28: Einfluss verschiedener Fettsäuren auf die Phosphataseaktivität von PAPP5 (Mittelwert ± 
SD; n=3) in Anwesenheit von 250 mM pNPP. Die Linie markiert die Basisaktivität, die bereits durch 
Ethanol erreicht wird. AA = Arachidonsäure; WT = Wildtyp. 
 
Es zeigte sich, dass keine Fettsäure in der Lage war die Phosphatase so stark zu 
aktivieren wie Arachidonsäure. Linolsäure, die wie Arachidonsäure ebenfalls eine 
mehrfach ungesättigte Fettsäure ist, weist sogar eine inhibierende Wirkung auf. Ein 





führt wurden, zeigt jedoch eine aktivierende Wirkung der Linolsäure. Allerdings ist 
hierbei zu berücksichtigen, dass die Assays unter Zusatz von 2 % Ethanol und 
Fusionierung von PP5 an einen GST-Tag durchgeführt wurden137,140,142. Die Klärung 
dieses widersprüchlichen Verhaltens der Linolsäure steht noch aus. In Übereinstim-
mung mit der Literatur kann festgehalten werden, dass Arachidonsäure in der Lage 
ist PAPP5 zu aktivieren, wie auch schon ursprünglich für PP5 aus Rindern festgestellt 
wurde139. 
4.2.4 Mechanistische Studien zum Einfluss von Arachidonsäure 
Arachidonsäure ist für die Aktivierung der Phosphatase notwendig, doch der genaue 
Mechanismus welcher zur Aktivierung führt, ist noch nicht geklärt. Um die 
physiologisch aktive Form der Phosphatase in Lösung zu bestimmen wurde sie via 
dynamischer Lichtstreuung untersucht. Hierbei wurde sowohl der Wildtyp als auch 
die zwei Deletionsvarianten untersucht (siehe Abbildung 4.29). Die über 6 h bei 20 °C 
aufgenommenen DLS Ergebnisse zeigen, dass die Phosphatase im Wildtyp lediglich 
als Monomer vorliegt, welches eine Größe von 51 kDa aufweist. Dies entspricht der 
theoretisch berechneten Größe von 55 kDa. Weiterhin deuten die Ergebnisse auf eine 
Bewegung der Domänen über die Zeit hin. Dies könnte ein Hinweis darauf sein, dass 
die Interaktionen der TPR Domäne und der PP2A Domäne reversibel gelöst und 
wieder ausgebildet werden.  
Im Gegensatz zum Wildtyp ist bei den Deletionsvarianten die Anwesenheit von 
Oligomeren zu beobachten. Dies zeigt, dass die Abwesenheit der TPR Domäne zu 
Stabilitätsproblemen führt und die TPR Domäne neben der autoinhibierenden 







Abbildung 4.29: Untersuchung des oligomeren Zustandes von PAPP5 via dynamischer Lichtstreuung. (A) 
Die Intensität der durchschnittlichen Partikelverteilung ist durch einen Farbverlauf von rot über gelb 
nach blau dargestellt. Die Anwesenheit einer Spezies ist beim Wildtyp zu beobachten, deren Größe über 
die Zeit leicht variiert. Bei den Deletionsvarianten sind mehrere Spezies zu sehen. (B) Die Radien der 
Spezies wurden gegen die Häufigkeit ihres Auftretens aufgetragen. Die verschiedenen Spezies sind in rot 
gezeigt und die Intensität in schwarz. Die berechnete Größe der dominanten Spezies für den Wildtyp liegt 
bei 51,1 kDa, was der monomeren Form von PAPP5 entspricht. Die berechnete Größe von PAPP5 (136-






Erste Hinweise auf strukturelle Umwandlung gaben die Kristallisationsexperimente, 
in denen die Inkubation der Kristalle mit Arachidonsäure zum Auflösen dieser führte. 
Des Weiteren zeigte sich bei Gelfiltrationsläufen, dass durch den Zusatz von 
Arachidonsäure das Protein früher eluierte, was für eine weniger kompakte Faltung 
spricht (siehe Abbildung 4.30). 
 
Abbildung 4.30: Chromatogramme analytischer Gelfiltrationsläufe von PAPP5 mit und ohne 
Arachidonsäure (AA). Durch die Zugabe von Arachidonsäure wird das Elutionsvolumen von 15,2 mL auf 
15,0 mL verschoben. Die Absorption wurde jeweils bei 280 nm gemessen.  
 
Die Verschiebung zu einer weniger kompakten Spezies und die Aktivierung der 
Phosphatase durch Arachidonsäure deuten daraufhin, dass die Bindungen zwischen 
der TPR und der PP2A Domäne gebrochen wurden, beispielsweise durch ein 
Entfalten der TPR Domäne, wie von Yang et al vorgeschlagen118. 
Um diese Theorie zu überprüfen, wurden CD-Messungen in Anwesenheit 
verschiedener Arachidonsäurekonzentrationen durchgeführt (siehe Abbildung 4.31). 
Aus den Daten ist ersichtlich, dass der relative α-helikale Anteil mit Zugabe von 
Arachidonsäure abnimmt. Dies deutet daraufhin, dass die Zugabe von Arachidonsäure 







Abbildung 4.31: CD-Spektroskopie von PAPP5 mit und ohne Zusatz von Arachidonsäure (AA). (A) Der 
Wellenlängenbereich zwischen 200 nm und 280 nm gibt Aufschluss über den Anteil an Sekundärstruktur-
elementen. Der relative α-helikale Anteil wurde unter Zusatz von verschiedenen Arachidonsäurekonzen-
trationen vermessen. (B) Die Arachidonsäurekonzentration ist gegen die berechneten relativen α-
helikalen Anteile in einem Balkendiagramm aufgetragen. 
 
Ab einer Arachidonsäurekonzentration von 200 µM kann keine weitere Reduktion 
der relativen α-helikalen Anteile mehr erreicht werden. Die Aktivitätsmessungen 
(siehe Abschnitt 4.2.3) zeigten ebenfalls, dass keine weitere Aktivierung ab 200 µM 
Arachidonsäure erreicht werden kann.  
4.2.4.1 HDX-Analyse 
Die CD-Daten weisen auf eine Entfaltung von PAPP5 hin. Um diese Theorie zu 
bestätigen und die entsprechenden Bereiche zu lokalisieren, wurden HDX Messungen 
durchgeführt, da entfaltete Bereiche eine höhere Wasserstoff-Deuterium-
Austauschrate besitzen. 
Für die HDX-MS Messung von PAPP5 alleine und mit Arachidonsäure wurden drei 
verschiedene Deuterium-Inkubationszeiten gewählt (15 s, 30 s und 60 s). Unter 
Verwendung der in 3.6.3 festgelegten Parameter konnten 194 Peptide gefunden 
werden, so dass sich eine Aminosäureabdeckung von 86 % ergab. Anschließend 
erfolgte eine manuelle Durchsicht der Daten und es wurden 125 Peptidfragmente 
ausgewertet, die eine Abdeckung von 80 % der Proteinsequenz mit einer Redundanz 
von 3,0 pro Aminosäure erzielten siehe Abbildung 8.6). 
Die Differenz der Deuterium-Austauschraten der Phosphatase PAPP5 mit und ohne 
Zusatz von Arachidonsäure sind in nachfolgender Abbildung auf die Struktur 





sind in weiß dargestellt, während Bereiche in denen die Zugabe von Arachidonsäure 
zu einer höheren Austauschrate führt in blau, und zu einer niedrigeren in rot 
koloriert sind (siehe Abbildung 4.32). 
In der Oberflächendarstellung fallen zwei rote Bereiche auf (P160-A165 und H467-
A474), die eine reduzierte Austauschrate bei Zugabe von AA besitzen. Die erste 
Region befindet sich am Ende des Linkers (P160-A165) und interessanterweise zeigt 
der Bereich davor (H154-V158) eine reduzierte Aufnahme. Auffällig ist weiterhin, 
dass nur D183 gelegen auf der α8-Helix einen erhöhten Austausch bei Zugabe von AA 
aufweist. Die Wechselwirkungen, die D183 vorher zu S163 des Linkers und K188 der 
PP2A Domäne ausgebildet hat, scheinen durch die Zugabe gebrochen zu sein (siehe 
Abbildung 4.32B). 
 
Abbildung 4.32: Die Differenz der Deuterium Aufnahme zwischen PAPP5 alleine und mit Zusatz von 
Arachidonsäure nach 15 s. Bereiche in rot zeigen eine erhöhte Aufnahme, während blaue Bereiche eine 
reduzierte Austauschrate aufweisen. (A) Oberflächendarstellung der Kristallstruktur. (B, C) Das Ende des 
Linkers und der Beginn des C-terminalen Motivs zeigen eine erhöhte Deuteriumaufnahme. (D) 
Darstellung der einzelnen TPR Repeats und ihre entsprechenden Austauschraten. 
 
Der zweite Bereich mit einer reduzierten Austauschrate liegt am Beginn des C-





signifikanten Änderungen durch Zugabe von AA auf. Die letzten drei Aminosäuren des 
C-Terminus, die sowohl Wechselwirkungen zur TPR und zur PP2A Domäne 
ausbilden, als auch die entsprechenden Interaktionspartner sind nicht definiert 
(siehe Abbildung 4.32C). 
Im Gegensatz zu den erwarteten hohen Austauschraten der TPR Repeats, zeigten nur 
der TPR2 Repeat sowie der Beginn der TPR3 eine erhöhte Austauschrate. Der 
Übergang zwischen den beiden α-Helices des TPR1 Repeats weisen sogar einen 
reduzierten Austausch auf (siehe Abbildung 4.32D).  
In nachfolgender Abbildung wird der Einfluss der AA auf die Wechselwirkungen 
zwischen TPR und PP2A Domäne näher betrachtet. 
 
Abbildung 4.33: Die Differenz der Deuterium Aufnahme zwischen PAPP5 alleine und mit Zusatz von 
Arachidonsäure nach 15 s. Bereiche in rot zeigen eine erhöhte Aufnahme, während blaue Bereiche eine 
reduzierte Austauschrate aufweisen. Die Vergrößerung zeigt die an der Wechselwirkung zwischen TPR 
und PP2A Domäne beteiligten Reste. 
 
Interessanterweise zeigt H27 des TPR1 Repeats einen reduzierten Austausch, 
während der Interaktionspartner Q440 und der auf der gleichen Schleife gelegene 
Rest Y437 einen deutlich erhöhten Austausch bei Zugabe von AA aufweisen. 
Weiterhin hat R261 ebenfalls einen erhöhten Austausch, so dass davon auszugehen 
ist, dass die Wechselwirkungen mit E61 als auch Y63 nicht mehr ausgebildet werden, 
auch wenn diese in der HDX-Analyse selber nicht definiert sind. Weiterhin zeigt K385 
einen leicht reduzierten und K59 einen leicht erhöhten Austausch. Die weiteren Reste 





4.2.5 Studien zur Interaktion von PAPP5 mit Phytochromen 
4.2.5.1 Interaktion von PAPP5 mit der N-terminalen Erweiterung 
Um die Interaktion zwischen PAPP5 und der NTE zu charakterisieren, wurde der 
spektroskopische und thermophoretische Einfluss der Phosphatase auf die 
Phytochrom B Varianten S84D und S86D untersucht, die eine Phosphorylierung der 
Phytochrome imitieren.  
Das Plasmid, das die Gensequenz von Phytochrom B (1-651) enthält, wurde von 
Matias Zurbriggen zur Verfügung gestellt. Es liegt im Vektor pROLar.A122 vor und 
wurde zunächst in den Vektor pCDF-Duet-1 kloniert; anschließend wurden die 
Mutanten generiert. Für die in vivo Produktion von holo PhyB wurde das Plasmid 
zusammen mit dem Plasmid p171 in E. coli BL21 PRO Zellen transformiert. Die 
heterologe Produktion und Aufreinigung erfolgte analog zum Wildtyp (siehe 
Abschnitt 4.1.1). Die Mutanten lagen wie der Wildtyp ebenfalls als monomere Spezies 
vor, die jedoch auf Grund der länglichen Form bei einer höheren apparenten Masse 
von der Gelfiltrationssäule eluierten (Daten nicht gezeigt). Die weitere 
Charakterisierung der Mutanten erfolgte via UV/Vis-Spektroskopie (siehe Abbildung 
4.34).  
Ein Vergleich der UV/Vis-Spektren mit dem Wildtyp ergibt eine bathochrome 
Verschiebung der Maxima, welche in der Pfr Form am deutlichsten wird. Für die S84D 
Mutante findet eine Verschiebung um 8 nm und für die S86D Mutante um 5 nm statt. 
Beide Mutanten, sowohl S84D als auch S86D besitzen eine geringere Halbwertszeit 
(t1/2 = 98 min für S84D und t1/2 = 40 min für S86D) im Vergleich zum Wildtyp 
(t1/2 = 270 min). Hierbei zeigt die Mutation an der Position S86 eine stark verringerte 
Dunkelkonversionsrate und liegt eher im Bereich der ΔNTE Variante (t1/2 = 58 min). 
Die Zugabe von PAPP5 mit Arachidonsäure zeigt keinen Einfluss auf die UV/Vis-
Spektren. Jedoch kommt es zu einer geringen Verlangsamung der Dunkelkonversion 
der Mutanten, was sich in der längeren Halbwertszeit (t1/2 = 105 min für S84D und 






Abbildung 4.34: UV/Vis-Spektren und Dunkelkonversion (Pfr→Pr) der Varianten PhyB S84D und S86D 
sowie der Einfluss durch die Zugabe von PAPP5 und Arachidonsäure (AA). (A) Das Spektrum des Pr 
Zustandes, des Pfr Zustandes und des berechneten Pfr Zustandes sind in schwarz, rot und grün dargestellt 
sowie das Differenzspektrum in blau. Die entsprechenden Spektren mit PAPP5 und AA sind in grau, 
orange, hellgrün und türkis dargestellt. (B) Die Dunkelkonversion der Mutanten (rot) und der Einfluss 
durch Zugabe von PAPP5 und AA (orange) und die daraus berechneten Halbwertszeiten (t1/2). 
 
Einen Nachweis der Interaktion zwischen den Phytochrom B Mutanten und PAPP5 
konnte durch MST-Messungen gezeigt werden. Hierfür wurde PAPP5 mit einem 
Fluoreszenzlabel markiert, mit Arachidonsäure 15 Minuten präinkubiert und gegen 
einen Konzentrationsgradienten des PhyB WT oder der Mutanten vermessen. Die 
Assoziation der Proteine bewirkt eine Änderung der Bewegung entgegen des 
generierten Temperaturgradienten. Durch einen im Instrument eingebauten grünen 
Laser (Anregung: 515-525 nm, Emission: 650-685 nm), wurden die Phytochrom 
Varianten konstant in ihrer aktiven Form gehalten. Die Konzentration, aufgetragenen 







Abbildung 4.35: Thermophoretische Messung der Interaktion der Phosphatase PAPP5 mit PhyB S84D und 
S86D. Als Kontrollreaktionen wurden Messungen unter gleichen Bedingungen mit dem Wildtyp sowie 
ohne Zugabe von Arachidonsäure durchgeführt. Die Konzentrationen der PhyB Varianten wurden gegen 
die genormten Fluoreszenzen aufgetragen und daraus die Bindungskonstanten (k) sowie die Hill-
Koeffizienten (n) berechnet. 
 
Die Bindungskonstanten, die unter Verwendung der Hill-Gleichung berechnet 
wurden, liegen bei 1,3 µM für S84D und 1,2 µM für S86D. Des Weiteren liegen die Hill-
Koeffizienten bei 1,0 und 1,8. Allerdings ist hier zu beachten, dass für S84D keine 
Sättigung der Bindung erreicht werden konnte und deswegen dieser Wert lediglich 
als Näherung zu betrachten ist. Um eine unspezifische Binding an oberflächen-
exponierte Aspartate auszuschließen, wurde die Messung unter Verwendung der 
gleichen Parameter mit dem Wildtyp durchgeführt. Die erhaltenen Signale liegen im 
Bereich des Signal-zu-Rauschverhältnisses. Eine unspezifische Bindung kann auf 
Grund dessen ausgeschlossen werden. Weiterhin wurde die Notwendigkeit der 
Aktivierung der Phosphatase PAPP5 durch Arachidonsäure untersucht. Die erhaltene 
Grundlinie zeigt, dass die Bindungsstelle von PAPP5 erst für S84D und S86D 
erreichbar ist, wenn eine vorherige Inkubation mit Arachidonsäure erfolgte. 
4.2.5.2 Einfluss der Histidinkinase verwandten Domäne auf PAPP5 
Die Interaktion der Domäne mit der TPR Domäne von PAPP5 wurde durch pull-down 
Versuche nachgewiesen74. Es sollte nun untersucht werden, ob die HKRD in der Lage 
ist, die Phosphatase zu aktivieren. Die Produktion und Reinigung der Histidinkinase 
verwandten Domäne (HKRD) aus AtPhyA (973-1122) erfolgt wie bereits zuvor 





Thermofluor-Assay (siehe Abbildung 4.36A) und die pNPP-Assay (siehe Abbildung 
4.36B) untersucht. 
 
Abbildung 4.36: Interaktion der Phosphatase PAPP5 und der Histidinkinase verwandten Domäne (HKRD) 
des Phytochrom A. (A) Thermofluor-Assays des Interaktionskomplexes und der Proteine alleine. (B) 
Einfluss verschiedener Konzentrationen der HKRD auf die Phosphataseaktivität von PAPP5 in 
Anwesenheit von 40 mM pNPP. 
 
Bei den durchgeführten Thermofluor-Assays ist keine signifikante Änderung der 
Schmelztemperatur festzustellen, jedoch könnte die starke Fluoreszenzminderung 
auf Seiten der HKR auf eine Komplexbildung hindeuten. Die exponierten hydro-
phoben Reste der HKR Domäne, die eine Anlagerung des hydrophoben Farbstoffs 
erlauben, könnten im Komplex nicht mehr zugänglich sind und so die starke 
Fluoreszenzminderung erklären. 
Durch Berechnen der Michaelis-Menten-Kinetiken für variierende HKR Konzen-
tration ergab sich beim pNPP-Assay ein Vmax-Wert von 5,0+/-0,6 μmol Pi freige-
setzt /(min·mg). Die Zugabe von der HKR bewirkte eine 1,5-fache Steigerung gegen-
über der Aktivität des Wildtyps (Vmax = 3,6+/-0,7 μmol Pi freigesetzt /(min·mg)). 
4.3 Erzeugung von Hybrid-Phytochromen 
Die HDX-MS Analysen des photosensorischen Moduls von AtPhyB haben signifikante 
dynamische und somit strukturelle Unterschiede während der Photokonversion 
innerhalb der PHY Domäne lokalisiert. Weiterhin wurde die Zungenregion der PHY 
Domäne als potentielle Interaktionsfläche für die PAPP2C Phosphatase 
identifiziert254. Um zu überprüfen, ob die PHY Domäne innerhalb der kanonischen 





Eigenschaften beeinflusst wurden Hybrid-Systeme entwickelt. Weiterhin sollte so der 
Zugang zu den pflanzlichen PAS-PAS Domänen des C-terminalen Moduls geschaffen 
werden, die bislang nicht heterolog in E. coli produziert werden konnten. 
4.3.1 Aufbau des Hybrid-Systems 
Synechocystis sp. PCC 6803 Cph1(1-2) wird nicht nur mit hohen Ausbeuten produ-
ziert, sondern wurde bereits erfolgreich kristallisiert und die Struktur gelöst17. In 
einem Sequenzalignment stellte sich heraus, dass die PAS und GAF Domäne von 
SynCph1 zu 32 % und 35 % mit den ersten beiden Domänen aus AtPhyA und AtPhyB 
übereinstimmen, während die PHY Domäne aus Cph1 eine Übereinstimmung von nur 
27 % zu PhyA und 26 % zu PhyB aufweist. Um sich die Vorzüge von Cph1 zu Nutze zu 
machen, wurden die PHY Domäne aus PhyA(403-593) und PhyB(434-624) an die 
ersten zwei Domänen aus Cph1(1-318) fusioniert. Um nähere Informationen über 
wichtige Aminosäuren in der Zungenregion erhalten zu können, wurden in den dafür 
kodierenden Gensequenzen, Restriktionsschnittstellen direkt vor und hinter der 
Zungenregion eingeführt, um einen schnellen Austausch dieser Region mit denen 
anderer Phytochrome zu ermöglichen. Ein weiteres Ziel bestand darin, ein Hybrid zu 
generieren, welches ebenfalls die PAS-PAS Domänen aus PhyA und PhyB umfasst.  
Sowohl die PAS GAF Domäne aus Cph1, als auch die PHY Domänen aus PhyA und 
PhyB wurden als synthetische Gene bestellt. Anschließend wurden sie in den Vektor 
pCDF-Duet-1 kloniert. Die Varianten, welche auch die PAS-PAS Domänen der 
Phytochrome A oder B beinhalten, wurden basierend auf dem Cph1-PhyB-Hybrid 
oder dem Cph1-PhyA-Hybrid aufgebaut. Die zusätzlichen PAS-PAS Domänen wurden 
via PCR eingebracht in die Plasmide eingebracht. Die in vivo Produktion der Hybride 
zusammen mit dem Plasmid p171 in E. coli BL21 PRO Zellen transformiert. Die 
heterologe Produktion wurde nach Induktion mit 1 mM IPTG in TB-Medium bei 18 ° 
über Nacht durchgeführt. Nach dem Aufschluss der Zellen folgten eine Ni-NTA-
Affinitätschromatografie sowie eine Größenausschlusschromatografie durchgeführt. 








Tabelle 4.3: Übersicht über die generierten und produzierten Phytochrom-Hybride.  
Name Domänen Löslichkeit Ausbeute 
Cph1-PhyA-Hybrid SynCph1:PAS GAF und AtPhyA: PHY unlöslich - 









SynCph1:PAS GAF, AtPhyB: PHY, 
AtPhyA: PAS-PAS 
löslich 3,5 mg/L 
Kultur 
 
Das Hybrid-System bestehend aus Cph1 und PhyA wurde zwar produziert, jedoch 
war nur eine verkürzte Variante löslich. Eine nach Ni-NTA-Affinitätschromatografie 
und eine Größenausschlusschromatografie durchgeführte massenspektrometrische 
Bestimmung der exakten Masse unter denaturierenden Bedingungen ergab, dass die 
Variante nach den ersten 23 Aminosäuren der PHY-Domäne geschnitten wurde (siehe 
Abbildung 4.37). 
 
Abbildung 4.37: Massenspektrometrische Analyse des Hybrids SynCph1(1-318)AtPhyA(403-593). (A) Die 
Bestimmung der exakten Masse unter denaturierenden Bedingungen ergab eine Größe des Hybrids von 
40159,7 Da. (B) Der Absatz zeigt die vermutliche Sequenz des vermessenen Hybrids an, dass lediglich die 
ersten 23 Aminosäuren der PHY Domäne umfasst. 
 
Das Cph1-PhyB-Hybrid und das Cph1-PhyB-PhyA-Hybrid konnten hingegen in der 
gesamten Länge löslich produziert und gereinigt werden. Exemplarisch ist die 
Größenausschlusschromatografie mit einer Superdex200 26/60 Säule des Cph1-





und die entsprechende SDS-PAGE des Cph1-PhyB-PhyA-Hybrid befinden sich im 
Anhang (siehe Kapitel 8.3). 
 
Abbildung 4.38: Reinigung des in vivo assemblierten Cph1-PhyB-Hybrids. (A) Die SDS-PAGE der Reinigung 
zeigt, dass das Phytochrom bei einer Masse von circa 66 kDa migriert (markiert durch einen Stern), 
welches etwa der berechneten Masse von 58 kDa entspricht. Als Referenz für die SDS-Page wurde der 
Unstained Protein Molecular Weight Marker von Fermentas eingesetzt. (B) Das Chromatogramm der 
Gelfiltration zeigt einen Peak bei 200 mL. Die Absorption wurde bei 280 nm (schwarz), 650 nm (rot) und 
700 nm (blau) gemessen. Durch eine Kalibrationsgerade mit Standardproteinen (grün) ergibt sich eine 
apparente Masse von circa 72 kDa. 
 
Das Protein eluierte bei 200 mL von der Säule und zeigte ein Signal bei 280 nm, 
650 nm und 700 nm. Laut SDS-PAGE besitzt es eine Masse von circa 66 kDa. Durch die 
Kalibrationsgleichung ergab sich eine apparente Masse von 72 kDa. 
Für das Cph1-PhyB-PhyA-Hybrid konnte bei 181 mL ein Signal bei 280 nm 650 nm 
und 700 nm detektiert werden, das laut SDS-PAGE (circa 80 kDa) dem Phytochrom-
Hybrid zuzuordnen ist. Durch die Kalibrationsgleichung ergibt sich eine Größe von 
102 kDa. Die Differenz zur berechneten Größe des Monomers von 84 kDa kann durch 
die nicht-globuläre Form des Phytochroms erklärt werden (siehe Kapitel 4.1.1). Die 
monomere Spezies weist eine ausgeprägte Schulter bei höheren molekularen Massen 
auf, die auf ein Dimer hinweist. Da das Dimer hier lediglich ein Nebenprodukt 
darstellt, könnte dies ein Hinweis darauf sein, dass es unter diesen Bedingungen nicht 
stabil ist oder das die alleinige Anwesenheit der C-terminalen PAS Domänen nicht 





Von beiden Hybriden wurden mit einer Konzentration von 7,5 mg/mL und 15 mg/mL 
Kristallisationsscreenings durchgeführt, doch ergab sich bis zum jetzigen Zeitpunkt 
noch kein Kristallwachstum. 
4.3.1.1 Spektroskopische Analyse 
Das Schaltverhalten des Cph1-PhyB-Hybrids, sowie des Cph1-PhyB-PhyA-Hybrids 
wurde, nach Bestrahlung mit rotem oder dunkelrotem Licht, via UV/Vis-Messungen 
untersucht (siehe Abbildung 4.39). 
 
Abbildung 4.39: Absorptionsspektren nach Bestrahlung mit rotem oder dunkelrotem Licht sowie die 
Differenzspektren des Cph1-PhyB-Hybrids (B) und des Cph1-PhyB-PhyA-Hybrids (C). (A) Unter Weißlicht 
betrachtet, weist das Cph1-PhyB-Hybrid eine bläuliche Färbung auf (oben) und unter UV-Licht fluoresziert 
es (unten). (B, C) Die Spektren nach Bestrahlung mit dunkelrotem oder rotem Licht sind in schwarz und 
rot dargestellt und das Differenzspektrum in blau. 
 
Aus dem Spektrum ist ersichtlich, dass beide Hybride zwar reversibel in die Pr-Form 
schalten können, doch nicht in der Lage sind vollständig zur Pfr-Form zu konvertieren 
und in einer nicht-Pr Form verbleiben. Nach Bestrahlung mit UV-Licht fluoreszierten 
beide Hybride. Sowohl das Absorptionsmaximum für das Cph1-PhyB-Hybrid 
(647 nm) als auch das vom Cph1-PhyB-PhyA-Hybrid (646 nm) weisen eine 
bathochrome Verschiebung auf, gegenüber Cph1Δ2 (660 nm)263 und AtPhyB(1-651) 
(652 nm). Eine Verschiebung des Absorptionsmaximums um 1 nm des Cph1-PhyB-
PhyA-Hybrids im Vergleich zum Cph1-PhyB-Hybrid zeigt einen geringen Einfluss der 
PAS Domänen auf den Chromophor.  
Weiterhin wurden ein Nah-UV/Vis-CD-Spektrum und eine Schmelzkurve des Cph1-






Abbildung 4.40: Nah-UV/Vis-CD-Spektrum und Schmelzkurve des Hybrids SynCph1(1-318)AtPhyB(434-
624). (A) Das Spektrum des Hybrids nach einer Bestrahlung mit dunkelrotem (schwarze Kurve) oder 
rotem Licht (rote Kurve). (B) Die Schmelzkurve zeigt eine kooperative Entfaltung, jedoch keine 
Rückfaltung. 
 
Das Nah-UV/Vis-CD-Spektrum weist wie auch schon das UV/Vis-Spektrum nur die 
Anwesenheit der Pr Konformation nach. Die Bestrahlung mit rotem Licht bewirkt 
strukturelle Veränderung des Chromophors, jedoch wird die Pfr Form nicht erhalten. 
Ein Maximum im Bereich von 710 nm, das auf die Anwesenheit der Pfr Form 
hindeuten würde, fehlt. 
Das Spektrum zeigt, dass eine Temperaturerhöhung auf 90 °C zu einer kooperativen 
Entfaltung führt, jedoch keine Rückfaltung bei einer Verminderung der Temperatur. 
Die Schmelztemperatur wurde mit dem Programm Spectra Analysis ermittelt, welches 
den Wendepunkt der Entfaltungskurve als Grundlage der Berechnung verwendet. Das 
Protein besitzt demnach einen Schmelzpunkt von 67 °C. Die kooperative Entfaltung 
und die relative hohe Schmelztemperatur sprechen dafür, dass das Protein gefaltet 
vorliegt.  
4.3.2 Das Hybrid-System – Ein einfacher Weg um Interaktionspartner zu 
untersuchen  
Um die Funktionalität des Moduls zu untersuchen wurden Interaktionsstudien mit 
dem bekannten Bindungspartner PAPP2c durchgeführt. Die Phosphatase bindet 
selektiv an die PHY Domäne der aktivierten Phytochrome75. Es sollte überprüft 
werden, ob trotz nicht vollständiger Photokonversion das Hybrid trotzdem in der 





4.3.2.1 Etablierung der Produktion und Reinigung von PAPP2c 
Für die rekombinante Expression von PAPP2c wurde die Gensequenz als 
synthetisches Gen bestellt und in den pET-28a(+) Vektor ligiert. Für die Produktion 
wurde der Vektor in E. coli BL21(DE3) Gold Zellen transformiert. Die heterologe 
Produktion wurde mit 1 mM IPTG induziert und in TB-Medium bei 18 °C über Nacht 
durchgeführt. Nach dem Aufschluss erfolgte ein erster Reinigungsschritt mittels Ni-
NTA-Affinitätschromatografie und abschließend eine Größenausschlusschroma-
tografie mit einer Superdex200 26/60 Säule (siehe Abbildung 4.41). 
 
 
Abbildung 4.41: Reinigung der Phosphatase PAPP2c. (A) Die SDS-PAGE der Reinigung zeigt, dass PAPP2c 
bei einer Masse von circa 35 kDa migriert (markiert durch einen Stern), was etwa der berechneten Masse 
von 34 kDa entspricht. Als Referenz für die SDS-Page wurde der Unstained Protein Molecular Weight 
Marker von Fermentas eingesetzt. (B) Das Chromatogramm der Gelfiltration zeigt einen Peak bei 185 mL. 
Die Absorption wurde bei 280 nm gemessen. Durch eine Kalibrationsgerade mit Standardproteinen 
(grün) ergibt sich eine apparente Masse von circa 36 kDa. 
 
Durch die Kalibrationsgleichung ergibt sich eine Größe von 36 kDa, welches der 
theoretisch berechneten Masse von 34 kDa entspricht. Es zeigte sich, dass das Protein 
in einer rein monomeren Form von der Säule eluierte. 
Probleme ergaben sich durch eine relativ hohe Aggregationstendenz der Phospha-
tase, da sie nur wenige Stunden stabil in Lösung gehalten werden konnte. Eine 
Sekundärstrukturvorhersage mit dem Programm RONN264 ergab, dass die ersten 
33 Aminosäuren wahrscheinlich ungefaltet vorliegen, so dass eine verkürzte Variante 
(PAPP2c(36-472)) hergestellt wurde, was allerdings zu keiner Verbesserung führte. 





zu keiner höheren Stabilität des Proteins. Die Fusionierung mit einem ZZ-Tag 
ermöglichte schließlich eine nähere Analyse der Phosphatase254.  
4.3.2.1 Interaktion von PAPP2c und des Hybrid-Systems 
Um eine mögliche lichtabhängige Interaktion des Hybrids und der Phosphatase 
nachzuweisen wurden pull-down-Experimente unter Rot- und Dunkelrotlicht durch-
geführt. Hierfür wurde zunächst der Hexa-Histidin-Tag von PAPP2c mittels 
Thrombin-Verdau abgespalten und anschließend die Phosphatase und das Hybrid 
einmal im Rotlicht und einmal im Dunkelrotlicht zusammen inkubiert. Anschließend 
wurden die Lösungen auf Ni-NTA-Säulen aufgetragen und nach gründlichem 
Waschen mit der Pufferlösung der mögliche Komplex mittels eines Imidazol-
gradienten eluierte. Proben der Elutionsfraktionen wurden auf eine SDS-PAGE 
aufgetragen und dieses zunächst mit einer Zinkacetat-Lösung und anschließend mit 
Coomassie angefärbt (siehe Abbildung 4.42). 
Interessanterweise zeigt sich, dass trotz der unvollständigen Photokonversion des 
Hybrid-Systems eine lichtabhängige Interaktion mit PAPP2c stattfindet, da nur bei 
der Bestrahlung mit Rotlicht PAPP2c durch das Hybrid gebunden werden konnte. 
Weiterhin konnte so gezeigt werden, dass die pflanzliche PHY Domäne ausreichend 







Abbildung 4.42: SDS-Page des Pull-down-Assays nach Zink-Färbung (links) und Coomassie-Färbung 
(rechts). (A) Bei der Bestrahlung mit dunkelrotem Licht ist bei beiden Färbungsmethoden nur eine Bande 
bei circa 60 kDa zu erkennen (markiert durch einen schwarzen Stern), die dem Hybrid entspricht, welches 
eine theoretisch berechnete Größe von 59 kDa besitzt. (B) Bei der Bestrahlung mit rotem Licht ist bei der 
Zinkfärbung eine Bande bei circa 60 kDa zu erkennen, die dem Hybrid zugeordnet werden kann. Nach der 
Inkubation des Geles mit Coomassie wird eine zweite Bande bei circa 40 kDa angefärbt (markiert durch 
einen roten Stern), die PAPP2c entspricht, da dieses eine theoretisch berechnete Größe von 35 kDa 











































Im Jahre 2014 wurde erstmals eine Struktur pflanzlicher Phytochrome aufgeklärt. Die 
Auflösung der AtPhyB Struktur betrug jedoch lediglich 3,5 Å und die Struktur bildete 
nur den Pr Grundzustand ab. Weiterhin fehlte ihr die als flexibel und unstrukturiert 
beschriebene N-terminale Erweiterung12,253. Im Rahmen dieser Arbeit konnte das 
Gesamtbild stark erweitert werden indem diejenigen Regionen in Phytochrom B 
identifiziert werden konnten, die während der Photokonversion eine strukturelle 
Änderung vollziehen. Hierfür wurden Änderungen der Wasserstoff-Deuterium-Aus-
tauschraten der Pr→Pfr Übergang mittels Massenspektrometrie verfolgt (HDX-MS), 
womit signifikante dynamische und somit strukturelle Unterschiede lokalisiert 
werden konnten. Besonders aufschlussreich war die Analyse der N-terminalen 
Erweiterung, die entgegen der Erwartung sowohl moderate als auch hohe 
Austauschraten zeigte. Mittels Raman-Spektroskopie konnte weiterhin ein direkter 
Einfluss der NTE auf den Chromophor nachgewiesen werden. Auch konnte eine 
Interaktion des NTE von PhyB mit der Phytochrom assoziierten Phosphatase PAPP5 
durch MST Messungen gezeigt werden.  
Die Strukturlösung von PAPP5 identifizierte die an der Autoinhibition beteiligten 
Aminosäuren der TPR Domäne und des C-terminalen inhibierenden Motivs. CD-
spektroskopische Messungen zeigten, dass durch die Inkubation mit Arachidonsäure 
der relative α-helikale Anteil der Struktur sinkt. Weiterhin war es möglich durch 
HDX-MS Untersuchungen Bereiche in der TPR Domäne zu identifiziert, die eine 
erhöhte Austauschrate nach Inkubation mit Arachidonsäure aufwiesen. Hingegen 
zeigten Regionen am Ende des Linkers, welcher die TPR und die PP2A Domäne 
verbindet, beziehungsweise am Anfang des C-terminalen inhibierenden Motivs eine 
stark reduzierte Austauschrate.  
5.1 Der Typ des Bilinchromophors bestimmt die spektroskopischen 
Eigenschaften 
Die Bilinchromophore ermöglicht den verschiedenen Phytochromen ein breites 
Spektrum des sichtbaren Licht abzudecken. Ein vergleichbar umfassendes Spektrum 





len auf265,266. Bei Phytochromen, die BV als Chromophor gebunden haben liegt der 
15E-Zustand im Bereich von 750 nm (mit Ausnahme von RpBphP3, das wahrschein-
lich auf die Deformation des D-Rings zurückzuführen ist267) und weist somit die 
größte Rotverschiebung auf. Verantwortlich hierfür ist das im Vergleich zu PΦB um 
eine Doppelbindung verlängerte konjugierte π-Systeme.  
Die PCB-bindenden Phytochrome der Gruppe I zeigen verglichen mit den pflanzlichen 
Phytochromen, welche PΦB binden, eine Blauverschiebung, die in den Phytochromen 
der Gruppe II noch ausgeprägter ist268,269. Der Unterschied zwischen den PCB-binde-
nen Phytochromen der Gruppe I und II ergibt sich durch die fehlende PAS Domäne in 
der Gruppe II. Diese bildet eine Helix aus, welche den Chromophor weiter gegen 
Solvenzexposition schützt14. Das Beispiel zeigt, dass neben dem verwendeten 
Chromophor auch die Proteinumgebung einen erheblichen Einfluss auf die spektralen 
Eigenschaften hat.  
Weiterhin ist es möglich nicht-native Chromophore in Phytochrome einzubauen. So 
konnte in dieser Arbeit AtPhyB gebunden an PCB hergestellt werden. Hierbei weisen 
sowohl das PSM als auch die ΔNTE Variante eine Blauverschiebung gegenüber dem 
Wildtyp mit PΦB21 als Kofaktor auf. Die Absorptionsmaxima von PhyB mit PCB 
entsprechen denen von Cph1, das ebenfalls PCB als Chromophor gebunden hat. Die 
Verschiebung ist durch das verkürzte konjugierte π-System zu erklären, da PФB im 
Gegensatz zu PCB am D-Ring über eine zusätzliche Doppelbindung verfügt. Des 
Weiteren verläuft die Dunkelkonversion im Allgemeinen langsamer als bei den 
Varianten mit PΦB (siehe Tabelle 5.1). 
Bei den Mutanten S84D und S86D, die den phosphorylierten Zustand nachahmen, 
sind die Absorptionsmaxima bathochrom verschoben im Vergleich zum Wildtyp und 
entsprechen in der Pr Form der ΔNTE Variante. Die Pfr Form unterscheidet sich 
stärker zwischen den Mutationen, so weist S84D eine bathochrome Verschiebung um 
8 nm sowie S86D um nur 4 nm auf. Dies deutet daraufhin, dass der phosphorylierte 
NTE nicht mehr in der Lage ist, den Chromophor vollständig vor einer zusätzlichen 
Solvenzexposition zu schützen.  
Interessanterweise ist der Abstand zwischen dem Absorptionsmaximum von Pr und 





PhyB mit PФB als Chromophor. Weiterhin zeigt sich, dass bei der Verwendung von 
Phycocyanobilin die ΔNTE Variante im Vergleich zum Wildtyp eine Verschiebung des 
Maximums um 4 nm aufweist, während die vergleichbaren Varianten mit Phyto-
chromobilin sich um nur 1 nm unterscheiden.  
Tabelle 5.1: Absorptionsmaxima des Wildtyps von AtPhyB, SynCph1 und SynCph2. Die Maxima von 
Phytochrom B wurde sowohl mit als auch ohne N-terminale Verlängerung sowie mit Phycocyanobilin oder 






AtPhyB(1-651) mit PCB 652 nm/712 nm 270 min270 
AtPhyB(1-624) mit PΦB21 664 nm/725 nm 82 min 
AtPhyB(90-651) mit PCB254 648 nm/702 nm 58 min270 
AtPhyB(90-624) mit PΦB21 663 nm/718 nm 4,3 min 
AtPhyB(1-651) S84D mit PCB 649 nm/704 nm 98 min 
AtPhyB(1-651) S86D mit PCB 650 nm/708 nm 40 min 
SynCph1(1-514) mit PCB46 656 nm/704 nm Keine 
Dunkelreversion24 
SynCph1(1-318) AtPhyB(434-624)  
mit PCB 
647 nm/- - 
SynCph1(1-318) AtPhyB(434-624) 
AtPhyA(434-624) mit PCB 
646 nm/- - 
 
Betrachtet man die Oberflächenstruktur von ΔNTE AtPhyB und SynCph1 fällt auf, dass 
der A-Ring in PhyB exponiert gegenüber der Solvenz vorliegt, während er in Cph1 
vollständig von der N-terminalen Helix bedeckt wird (siehe Abbildung 5.1).  
Da keine Unterschiede zwischen den Varianten am A-Ring durch die Raman 
Messungen beobachtet werden konnten, ist eine direkte Wechselwirkung zwischen 
dem NTE und dem A-Ring unwahrscheinlich. Die spektroskopische Untersuchung 
mittels Raman zeigte, dass hauptsächlich die Schwingungen der C-D Methinbrücke 
durch das Entfernen der NTE verändert werden und dieser Effekt stärker in der Pfr 
Form ausgeprägt ist (siehe Kapitel 4.1.2). 
Eine Solvenzexposition des D-Rings liegt jedoch nicht vor, so dass dies nicht der 
Grund für die Unterschiede des Wildtyps und der ΔNTE Variante im Bereich des C-D-
Methinbrücke darstellt. Eine Wechselwirkung des D-Rings erfolgt mit der physiolo-
gisch sehr interessanten Aminosäure Y276, die durch eine Mutation zu Histidin eine 
dauerhafte Aktivierung des Phytochroms bewirkt61. Der Bereich um diese 





reduzierte Austauschrate, die jedoch nicht in der Pfr Form der ΔNTE Variante 
gefunden werden konnte. Die Interaktion der NTE mit den Aminosäuren in diesem 
Bereich könnte die Raman-Ergebnisse erklären. Die Doppelbindung des PCB 
Chromophors scheint den Effekt auf die Pr Form zu verstärken.  
 
Abbildung 5.1: Unterschiede in der Solvenzexposition des Chromophors von AtPhyB (links) und SynCph1 
(rechts). Die PAS, GAF und PHY Domänen sind rot, orange und grün koloriert. Der PФB Chromophor von 
AtPhyB ist in türkis dargestellt. Die N-terminale Helix ist in beiden Strukturen hervorgehoben. Der 
Ausschnitt zeigt eine Vergrößerung der PФB Bindungstasche. PDB Codes: 4OUR (AtPhyB) und 2VEA 
(SynCph1). 
 
Da keine Unterschiede zwischen den Varianten am A-Ring durch die Raman 
Messungen beobachtet werden konnten, ist eine direkte Wechselwirkung zwischen 
dem NTE und dem A-Ring unwahrscheinlich. Die spektroskopische Untersuchung 
mittels Raman zeigte, dass hauptsächlich die Schwingungen der C-D Methinbrücke 
durch das Entfernen der NTE verändert werden und dieser Effekt stärker in der Pfr 
Form ausgeprägt ist (siehe Kapitel 4.1.2). 
Eine Solvenzexposition des D-Rings liegt jedoch nicht vor, so dass dies nicht der 
Grund für die Unterschiede des Wildtyps und der ΔNTE Variante im Bereich des C-D-
Methinbrücke darstellt. Eine Wechselwirkung des D-Rings erfolgt mit der physiolo-
gisch sehr interessanten Aminosäure Y276, die durch eine Mutation zu Histidin eine 
dauerhafte Aktivierung des Phytochroms bewirkt61. Der Bereich um diese 
Aminosäure zeigte in den HDX-MS-Messungen im Pfr Zustand des Wildtyps eine stark 
reduzierte Austauschrate, die jedoch nicht in der Pfr Form der ΔNTE Variante 
gefunden werden konnte. Die Interaktion der NTE mit den Aminosäuren in diesem 
Bereich könnte die Raman-Ergebnisse erklären. Die Doppelbindung des PCB 





Weiterhin ist zu beachten, dass die in der Literatur untersuchten Varianten von 
Phytochrom B mit Phytochromobilin als Chromophor lediglich bis Aminosäure 624 
gehen21, während die PhyB Varianten in dieser Arbeit mit Phycocyanobilin zusätzlich 
noch einen Teil der Scharnierregion (bis 651) umfassen. Das dies den Grund für die 
unterschiedlichen spektralen Eigenschaften darstellt, scheint unwahrscheinlich, da 
die Struktur von XccBphP aus Xanthomonas campestris mit und ohne regulatorisches 
Modul keine Änderungen der Absorptionsmaxima bewirkte271. Weiterhin zeigte das 
Hybrid PAS-GAF-PHY ein Pr Maximum von 647 nm, das der ΔNTE Variante von PhyB 
entspricht. Durch die Verlängerung des Hybrids um die PAS-PAS Domänen wird 
lediglich eine Verschiebung der Maxima um 1 nm gegenüber dem PAS-GAF-PHY 
Hybrid erreicht (siehe Kapitel 4.3).  
Interessanterweise weist das PAS-GAF-PHY Hybrid trotz zweier Domänen aus Cph1 
ein Pr Absorptionsmaximum auf, welches der ΔNTE Variante von PhyB mit PCB 
entspricht. Dies zeigt, dass die PHY Domäne entscheidend für die photochemischen 
Eigenschaften der Phytochrome ist. Dieses Verhalten wurde unter anderem bereits 
für eine Deletionsvariante von AtPhyB ohne PHY Domäne beschrieben. Diese Variante 
konnte zwar den Pfr Zustand erreichen konnte, doch dieser wies nur eine sehr geringe 
Lebensdauer auf272. Weiterhin fehlt sowohl dem Hybrid als auch der PhyB ΔNTE 
Variante die N-terminale Erweiterung, welche vermutlich eine Stabilisierung des D-
Rings bewirkt. Das Hybrid war nicht in der Lage ein Pfr Spektrum zu generieren und 
verbleibt reversibel in einer Zwischenstufe (siehe Kapitel 4.3). Mutationen im Bereich 
der Zunge zeigten, dass Interaktionen zwischen Zunge und Bilinbindungstasche nicht 
entscheidend für die Bildung von Pr, aber notwendig sind um Pfr auszubilden14,17,18,273. 
Diese Interaktionen scheinen im Hybridsystem nicht vollständig ausgebildet zu 
werden.  
5.2 Bindungsstellen der Signalpartner pflanzlicher Phytochrome 
Die Signaltransduktion der pflanzlichen Phytochrome ist sehr komplex und involviert 
die Bindung von Interaktionspartnern sowohl in Nukleus als auch im Zytoplasma 
(siehe Kapitel 1.4). Weiterhin wurde die Funktion als Kinase für pflanzliche 
Phytochrome nachgewiesen, so dass auch eine Signalweiterleitung durch die Phos-





photosensorischen Moduls der Phytochrome sind bekannt, jedoch konnten deren 
Bindungsstellen am Phytochrom noch nicht lokalisiert werden. Lediglich zu PIF3 sind 
Mutationen bekannt, die eine Schwächung der Interaktion bewirken. Diese liegen 
jedoch in der Knotenregion, die in den HDX-MS Messungen keine lichtabhängigen 
Änderungen zeigte. In pflanzlichen Phytochromen ist jedoch die Pfr Form die 
physiologisch aktive und eine Vielzahl der Interaktionsproteine weist eine signifikant 
höhere Affinität gegenüber der Pfr Form auf. Bis jetzt wurde lediglich der Pr 
Grundzustand von AtPhyB kristallisiert. Für die aktive Form der pflanzlichen 
Phytochrome muss so auf Erkenntnisse der bakteriellen Verwandten zurückgegriffen 
werden. Hierbei wurden verschiedene Bereiche identifiziert, die eine strukturelle 
Änderung erfahren und somit als mögliche Interaktionsstellen für Bindungspartner 
dienen könnten.  
Ein von Anders et al vorgeschlagenes Tryptophan-Tausch-Modell postuliert eine 
Umfaltung der Zungenregion14. Hierbei wird während der Photokonversion das zwei-
strängige β-Faltblatt aufgelöst und eine α-Helix gebildet, die mit der Chromophor-
bindungstasche interagiert14 (siehe Abbildung 5.2). Ein Vergleich der Kristallstruk-
turen des Bakteriochroms aus Deinococcus radiodurans (Dr) BphP im Pr Grundzu-
stand und des bathy Phytochrom aus Pseudomonas aeruginosa (Pa) BphP im Pfr 
Grundzustand bestätigen diese Umwandlung18,258. 
 
Abbildung 5.2: Model für den Tryptophan-Tausch innerhalb der Zungenregion von Phytochromen. Die 
durch die Bestrahlung mit rotem Licht ausgelöste Photokonversion vom Pr in den Pfr Zustand und damit 
verbunden, die Auflösung der Zunge/GAF D-R Salzbrücke (Ausschnitt, links) bewirkt die Auflösung der β-
Stränge und die gleichzeitige Ausbildung einer α-Helix sowie einer D-S Salzbrücke (Ausschnitt, rechts)14. 
 
Für die Zungenregion war eine separate Auswertung der Pr und der Pfr Form in den 





Das unterschiedliche proteolytische Verdaumuster der Zungenregion gibt einen 
Hinweis auf eine Änderung der Sekundärstruktur. In Kombination mit den erhaltenen 
Austauschraten für die Zungenregion in der Pr und Pfr Form (siehe Abbildung 4.12) ist 
davon auszugehen, dass auch in pflanzlichen Phytochrome eine lokale Umfaltung der 
Zungenregion erfolgt. 
Durch die Änderung der Sekundärstruktur könnte eine direkte Bindung der 
Interaktionspartner an die Zungenregion ermöglicht werden. Die Phosphatase 
PAPP2c bindet an die PHY Domäne der Phytochrome A und B75. Außerdem zeigten 
Experimente, dass auch eine Bindung an das cyanobakterielle Phytochrome SynCph2 
möglich ist, was eine Bindung an die Zungenregion als konservierter Bereich 
innerhalb der PHY Domäne vermuten lässt254.  
Des Weiteren wurde in bakteriellen Phytochromen festgestellt, dass sich durch die 
Photokonversion in die Pfr Form die GAF und die PHY Domäne aufeinander zubewe-
gen, was eine Deformation der domänenverbindene Helix zwischen der GAF und der 
PHY Domäne nach sich zieht18,274. Die HDX-Ergebnisse weisen in der Pfr Form einen 
Bereich am C-terminalen Ende dieser Helix auf, der zunächst über eine erniedrigte 
(L437-M439) und anschließend über eine erhöhte (S440-E441) Austauschrate im 
Vergleich zur Pr Form verfügt. Durch die Ausbildung des Knickes in der GAF-PHY-
verbindenden Helix wird der letzte Bereich nach Außen gedreht und erfährt dadurch 
einen stärkeren Austausch. Diese Ergebnisse unterstützen die Annahme einer 
Bewegung oder Reorganisation der domänenverbindenen Helix auch in Pflanzen. 
Dieser Knick in der Helix hat wahrscheinlich eine Verkleinerung des Abstandes 
zwischen den Domänen zur Folge und könnte die Signaltransduktion beeinflussen. 
Die GAF-PHY verbindende Helix bildet auch die Grundlage für die Wechselwirkungen 
der dimeren Interaktionsfläche in der monoklinen Kristallstruktur von PhyB. Analog 
zu vielen Strukturen der BphPs18,20,275 sind in die Wechselwirkungen weiterhin die 
Helices α5 der PAS Domäne und die α2-Helix der GAF Domäne beteiligt (siehe 






Abbildung 5.3: Kristallstruktur des photosensorischen Moduls von AtPhyB(101-624) im Pr Zustand. Das 
Protein bildet in crystallo ein Dimer dessen Interaktionsfläche durch die Helices 5PAS und 2GAF unter 
Beteiligung der GAF-PHY domänenverbindenen Helix (α6GAF) gebildet wird. Die PAS Domäne der Kette A 
ist in rot, die GAF Domäne in orange und die PHY Domäne in grün koloriert. Die PAS, GAF und PHY 
Domänen der Kette B sind lila, beige und dunkelgrün eingefärbt. Der Chromophor Phytochromobilin 
(PΦB) ist in türkis dargestellt. (PDB Code: 4OUR). 
 
Ungeachtet der Diskussion, ob Phytochrome als paralleles oder antiparalleles Dimer 
kristallisieren22,28, konnten Ergebnisse aus nativen massenspektrometrischen Intakt-
messungen zeigen, dass Phytochrom B (1-651) und die ΔNTE Variante in Lösung als 
Monomere vorliegen. Weiterhin unterstützen die HDX-Ergebnisse diese Tatsache, da 
die N-terminalen Aminosäuren der α5-Helix in den HDX-Experimenten eine stark 
erhöhte Austauschrate aufwiesen (siehe Abbildung 4.7), so dass davon ausgegangen 
werden kann, dass dieser Bereich in Lösung unstrukturiert vorliegt und nicht zur 
Stabilisierung der dimeren Form beitragen kann.  
Weitere Experimente konnten zeigen, dass bei pflanzlichen Phytochromen die PAS-
PAS Wiederholung verantwortlich für die Ausbildung der dimeren Spezies ist. In 
verwandten Phytochromen die eine Histidinkinase als regulatorisches Modul 
besitzen, wie beispielsweise SynCph1, ist die Ausbildung eines parallelen Dimers 
notwendig, um die notwendige trans-Phosphorylierung zu ermöglichen276–278. Es 
wird dabei angenommen, dass nicht nur eine Dimerisierung der Histidinkinase 





befindet sich die Kinasefunktion in pflanzlichen Phytochromen anscheinend nicht 
innerhalb des regulatorischen, sondern im photosensorischen Modul27.  
5.3 N-terminale Erweiterung und Scharnierregion der pflanzlichen 
Phytochrome 
Viele Interaktionspartner der Phytochrome sind inzwischen bekannt, doch obwohl 
die genauen Bindungsstellen noch nicht identifiziert werden konnten, zeigte sich ein 
erheblicher Einfluss der N-terminalen Erweiterung auf die Affinität der Bindungs-
partner gegenüber den Phytochromen. So weist die ΔNTE Variante von PhyB eine 
schwächere Bindung gegenüber PIF3 auf als der Wildtyp. Im Fall von PIF6 konnte 
keine Bindung mehr zustande kommen270. Weiterhin wurde festgestellt, dass 
Phosphorylierungen der Serine und Tyrosine in der N-terminalen Erweiterung und 
Scharnierregion die Affinität der Phytochrome gegenüber ihren Interaktionspartnern 
schwächen. Durch die Modifikation wird entweder die Bindungsstelle direkt 
unzugänglich oder eine allosterische konformationelle Änderung ausgelöst, welche 
dann die Bindungsstelle partiell blockiert. So schwächen Phosphorylierungen in der 
NTE die Affinität gegenüber PIF358,59. In der Scharnierregion bewirkt die 
Phosphorylierung in AsPhyA zudem eine geringere Affinität gegenüber NDPK274. 
Trotz der Vielfältigen Einflussnahme der NTE und der Scharnierregion sind bislang 
keine strukturellen Daten über die Regionen verfügbar. 
Die N-terminale Erweiterung ist nur in pflanzlichen Phytochromen enthalten und bei 
den Phytochromen B und D besonders stark ausgeprägt, da sie circa 100 
Aminosäuren umfasst. Die Region ist bei allen Phytochromen stark hydrophil geprägt 
und weist einen besonders hohen Anteil an Glycinen und Serinen auf48. Weiterhin gilt 
sie als unstrukturiert und flexibel12. Eine Analyse der geordneten beziehungsweise 
ungeordneten Bereiche der NTE von AtPhyB mit dem Programm RONN264 zeigte 
allerdings, dass nur die ersten 60 Aminosäuren sehr ungeordnet vorliegen, jedoch ab 
Aminosäure 61 ein stärker geordneter Bereich vorliegt (siehe Abbildung 5.4). 







Abbildung 5.4: Vorhersage geordneter und ungeordneter Bereiche innerhalb der N-terminalen 
Erweiterung von AtPhyB mittels des Servers RONN264. 
 
Weiterhin wurden die Sekundärstrukturanteile für die NTE durch den Server 
PSIPRED bestimmt. In Übereinstimmung mit der Vorhersage über einen geordneten 
Bereich ab Aminosäure 61 zeigt die Sekundärstrukturvorhersage eine α-helikale 
Region in dem Bereich von Aminosäure S53 bis Q73 (siehe Abbildung 5.5).  
 
Abbildung 5.5: Sekundärstrukturvorhersage für die N-terminale Erweiterung von AtPhyB mittels des 
Servers PSIPRED. Helices sind als rosa als Zylinder und ungeordneten Bereiche als schwarze Linie 
dargestellt. Das jeweilige Konfidenzintervall ist oberhalb der Vorhersage als blaue Kästen angegeben. Die 
Sequenz ist entsprechend der HDX-Austauschrate für den Pr Zustand eingefärbt. 
 
Für den Bereich der Helix wurde für den Pr Zustand eine leicht erhöhte Austauschrate 
festgestellt, was ein Hinweis darauf ist, dass die Helix exponiert vorliegt und nur in 
leichte Wechselwirkungen involviert ist. Außerdem enthält der Anfang der Helix 
einen Bereich (K56-I58), der in der Pfr Form eine höhere Austauschrate aufweist 






Für die 52 Aminosäuren lange Erweiterung von AsPhyA wird ebenfalls die Anwesen-
heit einer α-Helix vermutet, die strukturelle Veränderungen bei der Photokonversion 
erfährt. Diese wurde durch CD-spektroskopische Studien und unterschiedliche 
Antikörper-Bindung in der Pr und Pfr Form nachgewiesen49,50.  
Ein Sequenzalignment der Phytochrome A-E aus Arabidopsis thaliana zeigte, dass der 
C-terminale Bereich der für PhyB postulierten Helix eine Anzahl an konservierten 
Aminosäuren aufweist, was auf eine Anwesenheit der Helix in allen Phytochromen 
hindeutet. Weiterhin liegen die für PhyB bekannten Phosphorylierungsstellen (S84, 
S86 und Y104) in den Phytochromen A und C-E ebenfalls konserviert vor (siehe 
Abbildung 5.6). Eine Analyse von AtPhyA mittels NetPhos 3.1279,280 ergab allerdings, 
dass nur S84 (Reste bezogen auf AtPhyB) eine hohe Phosphorylierungswahrschein-
lichkeit aufweist, und die Serine, die sich am Anfang der N-terminalen Erweiterung 
befinden, mit einer viel höheren Wahrscheinlichkeit phosphoryliert werden könnten. 
Dies entspricht den Analysen von AsPhyA, für welche die Reste S7 und S17 als 
Phosphorylierungsstellen massenspektrometrisch nachgewiesen werden konn-
ten56,57. So scheint, dass trotz der Konserviertheit der Serine, innerhalb der Phyto-
chromen in A. thaliana ein Phytochrom-spezifisches Phosphorylierungsmuster 
auftritt. 
 
Abbildung 5.6: Sequenzalignment der N-terminalen Erweiterungen der Phytochrome A-E aus Arabidopsis 
thaliana. In blau ist die für PhyB vorhergesagt Helix markiert und in gelb die Phosphorylierungsstellen 
hervorgehoben.  
 
5.3.1 Ortsspezifisches Interaktionsmodell der N-terminalen Erweiterung 
Um ein mögliches Packungsmodell der NTE gegen das PSM in der Pr Form zu 





analysiert. Die HDX-MS Auswertung der ΔNTE Variante wurde hierbei von Simon 
Straß durchgeführt257. Einen Anhaltspunkte für einen möglichen Verlauf der NTE 
lieferte der Einfluss zweier phosphorylierter Serine (S86 und S84) auf die PIF3 
Bindung58. Durch eine Analyse der Mutationen, die ebenfalls die Bindung beeinflus-
sen281,282, wurde die Knotenregion (T330-A353) als wahrscheinliche Bindungsstelle 
von PIF3 identifiziert (siehe Abbildung 5.7). Weiterhin bewirkt die Mutation der 
Aminosäure Y104, die nicht in unmittelbarer Nähe zur Knotenregion liegt, ebenfalls 
eine schwächere PIF3-Bindung. Der Kristallstruktur von AtPhyB ist zu entnehmen, 
dass dieser Rest sich am Beginn der N-terminalen Helix befindet, welcher eine 
Umwandlung von der Pr zur Pfr Form erfährt, da die Austauschrate in der Pfr Form 
geringer ist.  
 
Abbildung 5.7: Die Mutationen, welche die PIF3-Bindung schwächen sind auf der Struktur von AtPhyB 
markiert. In gelb ist die Knotenregion hervorgehoben und in Türkis der Chromophor Phytochromobilin 
(PΦB). (PDB Code: 4OUR). 
 
Untersuchungen der Bindungsstelle von AtPIF3 an AtPhyB mittels HDX-MS haben 
ergeben, dass eine andere Region (Y61-F71) innerhalb der NTE einen reduzierten 
Austausch aufweist und somit ebenfalls an der Interaktion mit PIF3 beteiligt zu sein 
scheint270. Dieser identifizierte Bereich liegt auf der postulierten Helix und könnte mit 
der C-Terminal postulierten Helix von PIF3270 interagieren. Interessanterweise zeigte 
ein Sequenzalignment zwischen Phytochromen A-E aus Arabidopsis thaliana, dass 
dieser Bereich konserviert in allen Phytochromen vorliegt. 
Anschließend wurde die Deuteriumaufnahme des WT mit der der ΔNTE Variante 
verglichen, um Regionen mit einem Unterschied zu ermitteln (siehe Abbildung 8.2 
und Abbildung 8.5). Ein mögliches Modell ist in Abbildung 5.8 gezeigt. Hierbei ist der 





eingefärbten Bereiche besitzen eine höhere Deuterium Aufnahme verglichen zum WT 
und könnten deswegen an der Packung des NTE beteiligt sein.  
 
Abbildung 5.8: Differenz der Deuterium Aufnahme der Pr Form zwischen PhyB (ΔNTE) und PhyB(WT). Durch 
die Unterschiede werden mögliche Interaktionsregionen der N-terminalen Erweiterung identifiziert. Der 
NTE ist durch Kugeln dargestellt, die entsprechend der Deuteriumaufnahme eingefärbt sind. 
Aminosäuren, die an der Bindung des Phytochrom Interaktionsprotein PIF (engl.: Phytochrome interaction 
factor; kurz: PIF) beteiligt sind, wurden schwarz eingefärbt. 
 
Der erste Bereich der NTE (T89-A103) weist eine hohe Deuteriumaufnahme auf, so 
dass wahrscheinlich eine exponierte Schleife vorliegt, an die sich eine Region (F81-
K88) mit mittlere Aufnahme anschließt. Dieser Bereich beinhaltet zwei Phospho-
rylierungsstellen (S84, S86)58,59 deren Phosphomimic Varianten die Bindung des 
Interaktionsproteins PIF3 beeinflussen, so dass dieser Bereich in räumlicher Nähe 
der Bindungsstelle liegen muss. Es zeigte sich, dass in der Nähe der Reste eine 
verminderte Deuteriumaufnahme im Wildtyp erfolgt, was durch eine Interaktion mit 
dem NTE erklärt werden könnte.  
Darüber hinaus zeigt der f-loop1283 (siehe Kapitel 4.1.3) eine geringere Austauschrate 
in der ΔNTE Variante, so dass eine Anlagerung der NTE in räumlicher Näherung zum 
Loop vermutet werden kann, der eine höhere Solvenzexposition auslöst. 
Weiterhin interagiert eine Schleife nach dem W/FxE Motiv (S594-E600) der Zungen-
region offensichtlich mit der NTE, welches die höhere Austauschrate in der ΔNTE 
Variante erklären würde. Interessanterweise weist die Schleife in der Pfr Form des 





würde, dass die Interaktion mit der NTE nur in der Pr Form stattfindet. Hierfür 
könnte der Bereich P28-Q36 in Frage kommen, der eine reduzierte Austauschrate 
aufweist. Während der Photokonversion könnte der Bereich P28-Q36 den 
Interaktionsbereich des PSM wechseln. Ein potentieller Bindungspartner ist der 
β1GAF-Strang des β-Faltblatt und eine sich daran anschließende Schleife, die in der Pfr 
Form geschützter gegen einen Deuterium Austausch vorliegen (siehe Abbildung 
4.10).  
Lichtabhängige Änderungen ergeben sich auch für die αNTE (Y104-R110), die einen 
geringen Austausch in der Pfr Form aufweist und mit der Knotenregion anstatt des 
Chromophors interagieren könnte, da die Y104D Mutante die PIF Interaktion in der 
Pfr Form schwächt. Um weitere Änderungen des NTE-Packungsmodell in der Pfr Form 
bestimmen zu können, wurde eine speziellen Belichtungskammer257 gebaut, welche 
die schnelle Dunkelkonversion der ΔNTE Variante inhibieren konnte. Der Vergleich 
der Daten der Pfr Formen der ΔNTE Variante und des PSM wurde hierbei von Simon 
Strass durchgeführt257. Generell ergab sich ein ähnlicher Verlauf für die NTE, der 
jedoch gerade im Bereich S84-K88 schwächere Wechselwirkungen aufzuweisen 
scheint, da dieser in der Pfr Form eine höhere Austauschrate besitzt. Unterschiede 
zwischen den beiden Konformationen der ΔNTE Variante ergeben sich im bereits 
identifizierten Knick der domänenverbindenden Helix (L437-L450) und der 
Zungenregion (T558-P598). Der interessante Bereich in der domänenverbindenden 
Helix ist leider nur mit langen Peptiden abgedeckt, doch lässt sich eine leicht 
verminderte Aufnahme für den Bereich erkennen. Im Wildtyp ist dieser Bereich mit 
kleineren Peptiden abgedeckt, so dass auch ein Bereich dahinter mit erhöhter 
Aufnahme zu sehen war. Der stärker geschützte Bereich um Aminosäure Y276 in der 
Pfr Form des Wildtyps, konnte für die ΔNTE Variante nicht beobachtet werden, was 
für die Involvierung der NTE spricht. 
Einen Hinweis, dass das für Arabidopsis thaliana gefundene Interaktionsmodell der N-
terminalen Erweiterung generell auch übertragbar ist auf die weiteren pflanzlichen 
Phytochrom B Orthologe, ergab eine bioinformatische Analyse aller Phytochrom B 
Sequenzen. Hierbei wurden die Sequenzen ausgehend vom Sequence similarity 






Abbildung 5.9: Sequenzalignment der N-terminalen Erweiterungen von Phytochrom B-Orthologen aus 
verschiedenen Pflanzen (n = 55; paarweise Sequenzidentität <90 %). Die Höhe der Buchstabe steht für 
den Konservierungsgrad und wurde mittels des Servers Weblogo284,285 dargestellt. Die grau hinterlegten 
Bereiche markieren die Sequenz von AtPhyB. 
 
Die ersten 50 Aminosäuren zeigen einen insgesamt geringen Konservierungsgrad. 
Augenfällig sind jedoch die konservierten Serine an den Positionen S3, S39 und S40. 
Der Bereich in dem für AtPhyB eine α-Helix vorhergesagt wird (M54-Q73), ist 
zwischen den PhyB aus verschiedenen Pflanzen sehr konserviert. Interessanterweise 
liegt im Bereich der Helix die Region (K56-I58), welche in den HDX-MS-Messungen 
eine lichtabhängige Änderung der Austauschrate zeigte. So ist zu vermuten, dass in 
allen PhyBs eine Helix im N-Terminus gebildet werden könnte, die durch die 
Photokonversion verkürzt wird. Für die zweite Region (S84-K88) mit einer 
lichtabhängigen Änderung konnte nur ein mäßiger Konservierungsgrad festgestellt 
werden. Die Rolle einzelner stark konservierter Rest, wie beispielsweise H68, F81 
oder Y83 bleibt noch zu klären. 
5.3.2 Scharnierregion 
Die Struktur des bakteriellen Phytochroms XccBphP aus Xanthomonas campestris bei 
dem sich ebenfalls eine PAS Domäne an das photosensorische Modul anschließt, gibt 
einen Einblick, wie die Anordnung im pflanzlichen regulatorischen Modul aussehen 
könnte. PAS Domänen setzen sich aus circa 100 bis 130 Aminosäuren zusammen und 
besitzen trotz der geringe Sequenzähnlichkeiten eine konservierte dreidimensionale 





helikalen Linker mit der PHY Domäne verknüpft ist und dass sich an das Ende der 
Helix die charakteristische Struktur einer PAS Domäne anschließt. Grundlage der 
Struktur bildet das fünfsträngige antiparallele β-Faltblatt, das von mehreren α-
Helices umgeben wird (siehe Abbildung 5.10). 
 
Abbildung 5.10: Vergleich der Kristallstrukturen von Xanthomonas campestris (Xcc) BphP und Arabidopsis 
thaliana (At) PhyB. Die PAS Domäne der Kette von AtPhyB ist in rot, die GAF Domäne in orange und die 
PHY Domäne in grün koloriert. Die PAS, GAF, PHY sowie eine weitere PAS Domänen von XccBphP sind in 
lila, beige, dunkelgrün und blau eingefärbt. (PDB Code: 4OUR (AtPhyB) und 5AKP (XccBphP)). 
 
Eine Analyse der Sekundärstruktur der Scharnierregion von AtPhyB mittels des 
Servers PSIPRED ergab eine um acht Aminosäuren kürzere Helix gefolgt von zwei β-
Strängen sowie einer weiteren Helix (siehe Abbildung 5.11). 
 
 
Abbildung 5.11: Sekundärstrukturvorhersage für die Scharnierregion von AtPhyB mittels des Servers 
PSIPRED. Helices sind als rosa als Zylinder, β-Stränge als gelbe Pfeile und ungeordneten Bereiche als 
schwarze Linie dargestellt. Das jeweilige Konfidenzintervall ist oberhalb der Vorhersage als blaue Kästen 
angegeben. Die Sequenz ist entsprechend der HDX-Austauschrate für den Pr Zustand eingefärbt. Die fett 
markierten Buchstaben der Sequenz zeigen das Ende der Kristallstruktur. 
 
Da der Bereich zwischen Helix und dem zweiten β-Strang keine helixbrechende 
Aminosäuren enthält, wäre eine längere α-Helix ebenfalls möglich, analog der 





(K619-N626) in den HDX-MS-Messungen erklären, da sie solvenzexponiert zwischen 
der PHY und PAS Domäne liegen würden. Der sich anschließende Bereich mit einer 
verminderten Austauschrate könnte durch die Interaktion der Helix mit einem β-
Strang zustande kommen. Weiterhin wäre auch die Interaktion mit der N-terminalen 
Erweiterung als Ursache für die geringere Austauschrate denkbar. 
Phosphorylierungen in der Scharnierregion konnten bislang nur für AsPhyA 
nachgewiesen werden104 und könnten zu einer Deformation der Helix führen, was 
sich negativ auf die Stabilität der PHY Domäne auswirken könnte.  
Das nukleare Lokalisierungssignal liegt ebenfalls am Beginn der PAS Domäne und da 
Volllängen-Phytochrome erst nach einer Anregung mit rotem Licht in den Kern 
gelangen können62, wird dieses wahrscheinlich in der Pr Form durch Wechsel-
wirkungen innerhalb der PAS Domäne blockiert.  
5.4 Anwendung pflanzlicher Phytochrome in der Optogenetik 
Pflanzliche Phytochrome finden als optogenetische Werkzeuge Anwendung77,286. Die 
Absorption- und Fluoreszenzeigenschaften der Phytochrome im roten und 
nahinfraroten Bereich machen die Familie interessant für den Einsatz in ganzen, 
lebenden Organismen, da Gewebe in diesem Wellenlängenbereich weniger streut287. 
Einen Nachteil stellt dagegen der benötigte Chromophor dar. So ist der natürliche 
Chromophor pflanzlicher Phytochrome, PΦB in eukaryotischen Systemen nicht 
präsent. Für die Synthese werden zwei spezielle Helferplasmide benötigt, die 
ebenfalls in die Zellen eingebracht werden müssen286. Eine weitere Möglichkeit stellt 
die direkte Injizierung von PΦB in die zu untersuchenden Zellen dar288. 
Die Optogenetik erlaubt die präzise Kontrolle zellulärer Prozesse, wie etwa der 
Gentranskription, der Aktivierung spezifischer Signalkaskaden oder der 
Dimerisierung bestimmter Proteine. Dies kann verwendet werden um den Einfluss 
und die Aufgabe einzelner Proteine innerhalb bestimmter Signalkaskaden in 
lebenden Organismen genauer zu untersuchen. Die Eigenschaft der Phytochrome 
reversibel zwei (meta)stabile Zustände einnehmen zu können, von denen nur der Pfr 





die Optogenetik. Diese Interaktion ist im Dunkeln stabil, kann aber mittels eines 
kurzen dunkelroten Pulses innerhalb von Sekunden wieder aufgehoben werden286.  
Die bisherigen verwendeten Systeme basieren auf den natürlichen Proteinen. Diese 
Systeme funktionieren gut, doch könnten sie durch weitere Optimierung der Proteine 
noch verbessert werden. Hierbei stellt die Strukturaufklärung, und damit verbunden 
die Bestimmung der genauen Bindungsstellen, einen entscheidenden Schritt dar um 
die Größe der Systeme zu reduzieren. So zeigte sich, dass die NTE einen 
entscheidenden Einfluss auf die Bindung von PIF3 und PIF6 hat. Weiterhin konnte die 
Bindungsstelle von PIF3 innerhalb der PAS Domäne lokalisiert werden270. Ausgehend 
von diesen Arbeiten könnten Minimalproteine generiert werden, die nur noch die 
Bereiche der Interaktion sowie die Bereiche, die für eine reversible Schaltung 
benötigt werden enthalten. 
Durch den Einbau nicht-nativer Chromophore sowie die Generierung von weiteren 
Hybridsystemen innerhalb der kanonischen Phytochrome können die spektralen 
Eigenschaften weiter variiert und an die benötigten Bedingungen angepasst werden 
(siehe Kapitel 4.3).  
Anstelle von PIFs könnten auch andere Interaktionsproteine in Betracht gezogen 
werden. So ist bekannt, dass PAPP2c ebenfalls lichtabhängig an Phytochrome bindet. 
Als Interaktionsstelle wurde die PHY Domäne identifiziert und weitere Studien 
konnten zeigen, dass PAPP2c ebenfalls an das cyanobakterielle Phytochrom SynCph2 
bindet, wodurch eine Bindung an die Zungenregion wahrscheinlich ist254. Die Größe 
der Phosphatase PAPP2c könnte durch die Identifikation der verantwortlichen 
Bereiche stark reduziert werden und eine Eignung des Systems somit erhöhen. 
5.5 PAPP5 – Mechanismen der Aktivierung 
Phosphorylierungen und Dephosphorylierungen von Proteinen dienen zumeist als 
An-/Ausschalter in der Regulation zellulärer Aktivitäten in nahezu allen Systemen289. 
Die Übertragung einer Phosphatgruppe auf ein Protein hat oft tiefgreifende Effekte 
auf die Struktur und dadurch auf die funktionalen Eigenschaften. So kann die 
Phosphorylierung zum Beispiel eine Enzymaktivität durch die Initiation einer 





Tasche beeinflusst290,291. Phosphorylierungen können auch die Interaktion von 
Proteinen inhibieren, die einen Komplex formen müssen um funktionieren zu 
können292. Weiterhin benötigen einige Proteine die Phosphorylierung um ihren 
Zielort innerhalb der Zelle erreichen zu können. Fast alle Signalkaskaden in Pflanzen 
werden die reversible Phosphorylierung reguliert152. Das breite Spektrum dieser 
zellulären Funktionen wird reflektiert durch eine große Anzahl an Kinasen und 
Phosphatasen, die auch für Pflanzen durch die Sequenzierung des Genoms von 
Arabidopsis thaliana bestätigt werden konnte. Für ein optimales Gleichgewicht 
müssen jedoch auch die Kinasen und Phosphatasen einer strengen Kontrolle 
unterliegen. Eine Möglichkeit der Regulation besteht in der Kontrolle der Expression. 
So konnten gezeigt werden, dass die Konzentration bestimmter PP2c Phosphatasen 
nach einer Verletzung der Pflanze oder bei anderen Stresssignalen erhöht wird293,294. 
Weiterhin stellen Phosphorylierungen eine weitverbreitete posttranslationale 
Modifikation dar und werden auch für die Regulation der Aktivitäten von 
Phosphatasen verwendet295,296. Auch andere Modifikationen wie die Acetylierung und 
Methylierung sind bekannt als Regulatoren von Phosphatasen297,298. Häufig erfolgt die 
Regulation auch durch spezielle regulatorische Domänen oder Untereinheiten, 
welche für die Lokalisierung der Proteinkomplexe zu einem bestimmten 
subzellulären Bereich, die Modulation der Substratspezifität oder die Veränderung 
der katalytischen Aktivität zuständig sind. Interaktionen mit regulatorischen 
Proteinen stellen den häufigsten verwendeten Mechanismus zur Kontrolle der 
Aktivität im Menschen299 und wahrscheinlich auch in Pflanzen dar. 
Drei Phosphatasen sind in Pflanzen bekannt, die Phytochrome dephosphorylieren: 
FyPP108, PAPP574 und PAPP2c75. Regulierungsmechanismen für die Phosphatasen 
müssen noch untersucht werden, lediglich die Autoinhibition von PAPP5 und deren 
Aktivierung durch Fettsäuren sind bisher bekannt118,137,139. 
5.5.1 PAPP5- Kontrolle der Aktivität durch Autoinhibition 
PAPP5 gehört zur Familie der PP5 Phosphatasen, die ubiquitär in allen Organismen 
vertreten sind. Durch die geringe in vivo Aktivität wurde sie erst spät entdeckt. Die in 
dieser Arbeit gelöste Struktur von PAPP5 konnte die an der Inhibition der Phos-
phatase beteiligten Aminosäuren in der TPR Domäne und des C-terminalen 







Abbildung 5.12: Schematische Präsentation von AtPAPP5. Die N-terminale TPR Domäne (blau) ist über 
eine lange α-Helix sowie einer Schleife (Linker; hellblau) mit der PP2A Domäne (grün) verbunden. Der C-
Terminus der PP2A Domäne enthält ein inhibierendes Motiv (C-term) bestehend aus einer lange Schleife 
sowie einer Helix (rot). 
 
Neben dem proteolytischen Verdau, bei dem die TPR Domäne und/oder die dreizehn 
C-terminalen Aminosäuren abgespalten werden136, kann eine Aktivierung auch durch 
Zugabe von Arachidonsäure erreicht werden. Etwaige Bindungsstellen oder Bereiche, 
die eine strukturelle Änderung durch Zugabe von Arachidonsäure erfahren, sind 
allerdings noch nicht bekannt.  
Die geringe, jedoch vorhandene in vitro Aktivität der Phosphatase kann durch eine 
hohe Beweglichkeit des C-Terminus und den damit verbundenen schwächeren 
Wechselwirkungen zur TPR Domäne erklärt werden. So waren in der Kristallstruktur 
heterogene Interaktionen der C-Termini zu beobachten, die auf ein solches Verhalten 
hinweisen. NMR Experimente, die nur von der TPR Domäne von PAPP5 zu verschie-
denen Zeitpunkten aufgenommen wurden, zeigen, dass Reste im Bereich der zweiten 
und dritten Helix (HsPP5: S69 und D84) bereits eine größere Beweglichkeit 
aufweisen300. Dies spricht dafür, dass diese Region ohne die Wechselwirkungen zu 
der PP2A Domäne und des C-terminalen Motivs eine hohe Beweglichkeit aufweist. 
Auch die DLS Ergebnisse zeigen das Auftreten einer etwas größeren Spezies über 
einen kurzen Zeitraum, welche sich anschließend wieder in die kleinere Form zurück-





ausreichend für eine komplette Inhibition zu sein, so dass eine geringe Aktivität 
vorhanden ist.  
5.5.2 Die Vielseitigkeit der TPR Domäne 
Die TPR Domäne der PP5-artigen Phosphatasen ist neben der Regulation der 
Phosphataseaktivität auch für die Spezifität zuständig, da sie Wechselwirkungen zu 
anderen Proteinen ausbilden kann. So konnte eine Bindung von AtPAPP5 an das 
Chaperon HSP90 nachgewiesen werden143. In PP5 aus H. sapiens formen die TPR 
Domänen, die bekannt dafür sind Protein-Protein Interaktionen auszubilden301, einen 
amphipathischen Kanal, in den sowohl Hsp70 als auch HSP90 binden300. Hierbei 
interagiert ein C-terminales Motiv (EEVD) des Chaperons mit vier Resten (K32, R74, 
K97 und R101) der TPR Domäne302 (siehe Abbildung 5.13).  
 
Abbildung 5.13: Bindung des Chaperons HSP90 an die TPR Domäne von PP5 aus Homo sapiens. Die TPR 
(engl.: Tetratricopeptide repeat) Domäne ist in grün dargestellt und die polaren Aminosäuren, die eine 
Klammer um das MEEVD Peptids aus Hsp90 (weiß) bilden, in lila. Weitere Reste der TPR Domäne, die an 
der Bindung beteiligt sind, sind in weiß koloriert300. 
 
Weiterhin interagiert PAPP5 sowohl mit der TPR Domäne von PhyA als auch PhyB74. 
Eine Beteiligung von PAPP5 an einem zytosolischen Proteinkomplex, der Mg-
Phrotophorphyrin IX bindet, ist ebenfalls bekannt. 
Für die menschliche PP5 Phosphatase konnte noch weitere Interaktionspartner 
identifiziert werden, so dass sie an der Regulation einer Vielzahl an Signaltrans-
duktionsnetzwerken, wie etwa der Proliferation, der Migration, dem elektrolytischen 
Gleichgewicht, der Apoptose und der DNA-Reparatur beteiligt ist. Es existieren 





nahe legen. So wurde PP5 als Regulator für die Inaktivierung von MAP (engl.: 
Mitogen-activated protein) Kinase Signalisierung identifiziert. Drei wichtige MAPK 
Signalisierungskomponenten, RAC GTPase, RAf (engl.: Rapidly accelerated 
fibrosarcoma) und ASK1 (engl.: Apoptosis signal-regulating kinase 1), werden durch 
PP5 beeinflusst. Zusätzlich scheint PP5 eine Rolle in mehreren Schritten der 
Zellzyklusprogression zu spielen. Die Behandlung von Zellen mit PP5 antisense-RNA 
führte zu einer Hyperphosphorylierung von p53 und einem subsequenten G1 
Wachstumsstillstand303. PP5 bindet auch zwei Proteine, CDC16 und CDC27 (engl.: Cell 
division cycle protein 16/27), welche Teil des APC (engl.: Anaphase-promoting 
complex) sind – ein Komplex benötigt für die Initiation der Anaphase und einem 
Austritt aus der Mitose303. Schließlich ist PP5 dafür bekannt eine wichtige Rolle in der 
DNA-Reparatur und dem Zellzyklusarrest zu spielen durch ein Abschwächen der 
Aktivitäten von zwei verwandten Kinasen, ATM (engl.: Ataxia telangiectasia mutated) 
und ATR (engl.: ATM and Rad3 related)303,304 (Yong et al., 2007). Letztendlich wurde 
auch eine Interaktion mit den Cryptochromen CRY1 und CRY2 nachgewiesen98,99. 
Eine Bindung von CRY2 an die TPR Domäne ist bekannt98 für die weiteren 
Interaktionspartner ist eine Bindung an diese Domäne ebenfalls zu vermuten, da sie 
bekannt dafür ist Protein-Protein-Interaktionen auszubilden301. 
Des Weiteren konnte in dieser Arbeit festgestellt werden, dass die TPR Domäne 
wichtig für die Stabilität der Phosphatase ist, da Varianten ohne TPR Domäne 
Oligomere bildeten. Die Oligomerisation führt wahrscheinlich zu einer Blockade der 
katalytischen Tasche, da die Oligomere keine Phosphataseaktivität mehr zeigten. 
HDX-MS Experimente zeigten zudem, dass die dritte TPR Domäne nach einer 
Aktivierung der Phosphatase mit Arachidonsäure wahrscheinlich noch intakt vorliegt, 
da die an einer Interaktion zu der PP2A Domäne beteiligten Aminosäuren (A93 und 
Y299) eine nur leicht erhöhte Austauschrate aufweisen (siehe Abbildung 4.33). Diese 
Ergebnisse sind in Übereinstimmung mit Deletionsvarianten der menschlichen 
Phosphatase PP5 in denen gezeigt wurde, dass der dritte TPR Repeat relevant für die 
Phosphataseaktivität ist305. Weiterhin zeigte die an einen Löslichkeitstag fusionierte 






5.5.3 Fettsäureaktivierung von Phosphatasen/Kinasen 
Mitte der neunziger Jahre wurde die Funktion von Arachidonsäure als Botenstoff in 
vielen Säugetieren bestätigt306. In Pflanzen ist die Rolle von AA noch umstritten. Sie 
konnte bislang nur in den Plastiden von Algen und Moosen nachgewiesen werden, wo 
sie ebenfalls durch eine Kettenverlängerung der Linolsäure und anschließende 
Desaturation hergestellt wird. Die exogene Behandlung von Pflanzen mit Arachidon-
säure löst den programmierten Zelltod sowie weitere Abwehrmechanismen aus307–
309. Somit stellt sich die Frage, ob trotz der hohen strukturellen Identität zwischen 
den Mitgliedern der PP5 Familie nicht Arachidonsäure, sondern eine andere 
Fettsäure in Pflanzen für die Kontrolle der PP5-Aktivität verantwortlich ist.  
Die in vitro Studien zur Bestimmung der Phosphataseaktivität wurden in wässrigen 
Systemen durchgeführt. Besitzt die für die Aktivierung verantwortliche Fettsäure nur 
eine geringe Löslichkeit, könnte die Aggregation der Fettsäure eine Aktivierung der 
Phosphatase inhibieren. Die kritischen Mizellenkonzentrationen (engl.: Critical 
micelle concentration; kurz: CMC) der getesteten Fettsäuren, Linolsäure (93 μM) und 
Ölsäure (86 μM) liegen im Bereich der Arachidonsäure (77 μM). Die CMC-Werte der 
Fettsäuren wurden alle unter den gleichen Bedingungen und in dem gleichen Puffer 
(50 mM HEPES pH 7,6; 1 mM EDTA, 1 mM DTT, 5 mM MgCl2; RT) bestimmt261. Die in 
dieser Arbeit durchgeführten pNPP-Assays zeigten keine Aktivierung durch die 
Zugabe von Ölsäure oder Linolsäure. Letztere führte sogar zu einer weiteren 
Inhibition der Phosphatase PAPP5. Hingegen zeigte ein Vergleich mit der Literatur, 
dass dort eine aktivierende Wirkung von Ölsäure und Linolsäure im Bereich der 
Arachidonsäure beobachtet wurde. Jedoch ist hier zu beachten, dass die Assays unter 
Zusatz von Ethanol und Fusionierung der Phosphatase an einen GST-Tag 
durchgeführt wurden. Letztendlich können weder Linolsäure noch Ölsäure als 
potentielle Kandidaten ausgeschlossen werden. Da die verantwortliche Fettsäure in 
Pflanzen noch nicht identifiziert wurde und in vitro Studien zeigen, dass 
Arachidonsäure in der Lage ist PAPP5 zu aktivieren, wurden die Untersuchungen zur 
Identifikation eines Aktivierungsmechanismus in dieser Arbeit mit Arachidonsäure 
durchgeführt.  
Die Aktivierung eines Signalproteins durch Zugabe von Arachidonsäure erfolgt nicht 





aus Homo sapiens dar. Diese wird durch eine C-terminale autoinhibitorische 
Untereinheit blockiert und die Zugabe von AA aktiviert die Kinase310. Weiterhin ist 
eine inhibitorische Wirkung für die Phosphatase SM-PP1M (engl.: Smooth muscle 
myosin light chain phosphatase) bekannt. Hier wird durch AA eine Dissoziation der 
katalytischen Untereinheit ausgelöst, was eine Minderung der Dephosphory-
lierungseffizienz zur Folge hat, während die Affinität gegenüber einem anderem 
Substrat erhöht wird311,312. Die Bindungsstellen und der genaue Mechanismus, nach 
dem die Aktivierung, beziehungsweise Inhibition abläuft, sind auch hier noch nicht 
bekannt. Weiterhin ist die Aktivierung durch Fettsäuren auch der grundlegendere 
Bestandteil der Marburger Hypothese zur Erklärung von Arteriosklerose. Hierbei 
erhöht die Anwesenheit ungesättigter Fettsäuren die Aktivität einer PP2C 
Phosphatase um das 12-fache, die wiederum BAD (engl.: Bcl-2-antagonist of cell 
death) dephosphoryliert und so eine Apoptose der Zelle auslöst313,314. 
Studien mit den Phosphatasen der Familie PP5 ergaben, dass eine Aktivierung 
entweder durch die Zugabe von Arachidonsäure, oder durch einen proteolytischen 
Verdau erreicht werden kann, bei dem die TPR Domäne und/oder die dreizehn C-
terminalen Aminosäuren abgespalten werden136. Mutationen der Aminosäure E61, 
welche in die katalytische Tasche bindet, und Q/L480, welche die C-terminale Helix 
stabilisiert, weisen eine erhöhte Phosphataseaktivität auf. Interessanterweise zeigt 
die Mutation der Aminosäure N477, die nicht in Wechselwirkungen zwischen den 
Domänen involviert ist, eine um 50 % geminderte Sensitivität gegenüber der 
Aktivierung durch Arachidonsäure136. Dies widerspricht der Theorie, dass 
Arachidonsäure lediglich an die TPR Domäne bindet137 und durch Wechselwirkungen 
mit den hydrophoben Aminosäuren eine Destabilisierung der α-helikalen Struktur 
der TPR Domäne bewirkt118. 
5.5.4 Die Aktivierung von PAPP5 außerhalb der TPR Domäne 
Die Struktur der Phosphatase PAPP5 zeigt, dass jeder TPR Repeat zwei amphipathi-
sche α-helikale Regionen ausbildet. Ein Repeat interagiert mit dem nächsten via 
hydrophober Protein-Protein-Wechselwirkungen, welche zudem durch die Interak-
tion sperriger Seitenketten mit kleineren Seitenketten des nächsten Repeats 
unterstützt werden. Die HDX-MS Experimente zeigen, dass nach der Zugabe von 





erhöhte Austauschrate aufweisen. Dies spricht dafür, dass die Wechselwirkungen 
zwischen dem zweiten und dritten Repeat gebrochen wurden und eine zumindest 
teilweise Entfaltung dieses Bereiches stattgefunden hat, was die hohen 
Austauschraten erklären würde. Unterstützt wird diese Theorie durch den geringeren 
α-helikalen Anteil in Anwesenheit von Arachidonsäure, der durch CD-Messungen 
bestätigt werden konnte (siehe Abbildung 5.14).  
 
Abbildung 5.14: Modell zur Aktivierung von PAPP5 durch Fettsäuren. Die TPR Domäne, der Linker und 
das C-terminale inhibitorische Motiv sind mit ihren Sekundärstrukturen und die PP2A Domäne als 
Oberflächenmodell abgebildet. Die erhöhte Austauschrate der zweiten Helix des TPR2 Repeats sowie der 
ersten Helix des TPR3 Repeats nach Inkubation mit Arachidonsäure (engl.: Arachidonic acid; kurz AA) ist 
durch eine Entfaltung dieser Regionen zu erklären. Zudem zeigt ein Bereich der ehemaligen 
Interaktionsfläche der TPR und PP2A Domäne ebenfalls eine stark erhöhte Austauschrate. Weiterhin 
weisen eine Region am Ende des Linkers und eine andere am Anfang des C-terminalen Motivs(C-term) 
eine stark reduzierte Austauschrate auf. Eine Interaktion dieser beiden Regionen könnte ein möglicher 
Grund hierfür sein. Letztere enthält das Signal für den Eintritt in den Nukleus (gelb hinterlegt). 
 
Die Aminosäuren der PP2A, die mit den TPR1 und TPR2 Repeats interagieren 
besitzen hohe Austauschraten, was auf eine räumliche Trennung dieser Aminosäuren 
hinweist. Da für den TPR1 Repeat und die erste Helix des TPR2 Repeats keine Ände-
rungen der Austauschraten auftreten, werden die Wechselwirkungen zwischen den 
Repeats wahrscheinlich noch ausgebildet und die Helix des TPR2 Repeats könnte mit 
dem Linker oder der zweiten Helix dem TPR3 Repeat Wechselwirkungen eingehen. 
Dies würde auch die in der Gelfiltrationschromatographie auftretende größere 





Die zweite Helix des TPR3 Repeats weist keine Veränderung der Austauschrate bei 
Anwesenheit von Arachidonsäure auf, wie auch die Aminosäure Y299 der PP2A, die 
eine Wechselwirkung zu diesem Repeat ausbildet. Dies spricht dafür, dass die Helix 
weiterhin intakt ist und die gleiche Position in der Struktur besitzt. 
Interessanterweise besitzt der Beginn des C-terminalen inhibierenden Motivs sowie 
das Ende der Linkerregion eine stark reduzierte Austauschrate. Da diese Bereiche die 
einzigen mit einem stark reduzierten Austausch sind, könnte dies dafür sprechen, 
dass sie miteinander interagieren. Auch eine Interaktion dieser Regionen mit der 
Arachidonsäure kann nicht ausgeschlossen werden. Interessanterweise befindet sich 
in der zweiten Region auch das nukleare Lokalisierungssignal.  
Für die letzten fünf Aminosäuren des C-terminalen Motivs konnte keine 
Peptidabdeckung erreicht werden, so dass keine Aussage über ihr Verhalten bei 
Anwesenheit von Arachidonsäure getroffen werden kann. Allerdings weisen die 
direkt interagierenden Aminosäuren der TPR Domäne (T58 und L92) eine erhöhte 
Austauschrate auf, so dass ein Bruch der Interaktion zu vermuten ist. Weiterhin wäre 
eine Bindung der Arachidonsäure an die C-terminalen Aminosäuren möglich. Durch 
die Anlagerung der Fettsäure würde die Masse des Peptids sich verändern, so dass sie 
nicht mehr automatisch von dem Programm DynamX detektiert werden kann. Eine 
manuelle Suche nach einem entsprechenden Peptid mit gebundener Arachidonsäure 
blieb jedoch ohne Erfolg, kann jedoch nicht vollständig ausgeschlossen werden. 
Eine direkte Bindungsstelle der Arachidonsäure in der TPR Domäne konnte nicht 
identifiziert werden. Jedoch können durch die HDX-MS-Messungen nur die Änderun-
gen im Proteinrückgrat verfolgt werden, so dass eine Bindung über die Seitenketten 
nicht ausgeschlossen werden kann. Weiterhin wäre auch eine Bindung der Arachi-
donsäure an die Region des Linkers und des C-terminalen inhibierenden Motivs 
denkbar, da beide einen stark verminderten Austausch aufweisen. Hierbei gilt jedoch 
zu beachten, dass allosterische Effekte nicht von potentiellen Bindungsstellen unter-
schieden werden können. 
5.5.5 Photorezeptoren, Fettsäuren und Phosphatasen 
Wechselwirkungen zwischen der Phosphatase PAPP5 konnten nicht nur mit 





mit den Cryptochromen CRY1 und CRY298,99. Eine strengere Regulation der 
Phosphatase im Nukleus schein notwendig zu sein, da in Homo sapiens eine 
Interaktion mit dessen Cryptochromen im Nukleus die Phosphataseaktivität weiter 
reduziert315. Neben der Bindung von Cryptochromen an die TPR Domäne könnte eine 
zusätzliche Interaktion mit dem C-terminalen Motiv die Beweglichkeit der 
Phosphatase weiter einschränken, wodurch die reduzierte Aktivität erklärt werden 
könnte. Denkbar wäre auch, dass Cryptochrome oder andere Effektoren für die 
Regulation der Phosphatase nach deren Aktivierung durch Fettsäuren verantwortlich 
sind. In Pflanzen könnte die Aufgabe der Regulierung der Phosphatase auch von der 
Linolsäure übernommen werden, da Aktivitätsstudien in dieser Arbeit einen 
inhibierenden Effekt zeigen konnten (siehe Kapitel 4.2.3). Demzufolge würden 
Fettsäuren auch die Photorezeptorsignalwege beeinflussen. Jedoch sind weitere 
Experimente nötig um diesen Effekt zu bestätigen.  
Einen definitiven Einfluss der Fettsäuren auf Phytochrome konnte durch Mutationen 
innerhalb der Phospholipase A nachgewiesen werden, die neben weiteren 
Phospholipasen für die Abspaltung der Fettsäuren von den Phospholipiden 
verantwortlich ist. Es zeigte sich, dass die Abwesenheit der Fettsäuren zu einer 
gestörten Phytochrom-Signaltransduktion führt316. 
Interessanterweise befindet sich das nukleare Lokalisierungssignal (462-477) in 
einer der Regionen von PAPP5, welche nach Inkubation mit Arachidonsäure eine 
stark verminderte Austauschrate aufweisen. Dies könnte einen Regulationsmecha-
nismus für die Phosphatase darstellen, da sie in Anwesenheit von Arachidonsäure 
nicht mehr vom Zytosol in den Nukleus eintreten kann. Dies könnte zwei Effekte 
bewirkten. Zum einen wird die Interaktion mit PhyB inhibiert, welche bislang nur im 
Nukleus beobachtet wurde, und zum anderen, kann so die Konzentration der 
Phosphatase im Zytosol erhöht werden. Eine Interaktion mit Phytochromen im 
Zytosol wurde zwar noch nicht beobachtet, ist aber wahrscheinlich, da PAPP5 PhyA 
in der Scharnierregion dephosphoryliert und so die Affinität gegenüber dem 
zytosolischen Protein NDPK2 erhöht74. Arachidonsäure (oder einer anderen 
Fettsäure in Pflanzen) könnte neben der Aktivierung auch für die Lokalisierung der 
Phosphatasen zuständig sein (siehe Abbildung 5.15). Diese Erkenntnis könnte auch 





die pflanzliche PP5 Phosphatase erklären, da die etwaige Anwesenheit von 
Fettsäuren nicht berücksichtigt werden konnten132,143. Weitere Lokalisierungsstudien 
sind notwendig, welche den inhibierten Kerneintritt der Phosphatasen in 
Anwesenheit von Fettsäuren bestätigen. 
 
Abbildung 5.15: Einfluss von Fettsäuren auf die Lokalisierung von PAPP5. In der inaktiven Form von 
PAPP5 liegt das Lokalisierungssignal (orange unterlegt) oberflächenexponiert vor, wird jedoch bei 
Zugabe von Arachidonsäure blockiert, so dass eine Lokalisierung in den Kern nicht mehr möglich ist. Ob 
die Phosphatase für die Dephosphorylierung der Phytochrome erst mit einer Fettsäure (FS) aktiviert 
werden muss, ist noch nicht bekannt. Durch die Interaktion mit Cryptochromen im Kern wird die 
Phosphataseaktivität im Menschen weiter blockiert. Ob die Interaktion auch in Pflanzen erfolgt ist 
ungewiss. Phy = Phytochrom; Cry = Cryptochrom. 
 
Unklar ist, ob eine Aktivierung der Phosphatasen durch Fettsäuren für die Dephos-
phorylierung von Phytochromen notwendig ist, oder dies auch von Phytochromen 
selbst übernommen werden kann. Phosphataseaktivitätsstudien haben gezeigt, dass 
die endogene Anwesenheit der HKR Domäne ebenfalls eine Steigerung der Aktivität 
um das 1.5-fache bewirkt (siehe Kapitel 4.2.5). Allerdings sind weitere Experimente 
notwendig, um diese Annahme zu bestätigten. Für die menschliche Phosphatase PP5 
ist bekannt, dass die Bindung von Hsp90 ebenfalls eine Erhöhung der 
Phosphataseaktivität ermöglicht140. Die Bindung an die TPR Domäne bewirkt eine 
Verschiebung der α5 Helix, wodurch sich vermutlich die α7-Helix weiter auf die Helix 
des C-terminalen Motivs zubewegt und diese, um sterisch störenden 





Sowie für die HKR Domäne aus Phytochromen als auch für HSP90140 ist die 
Steigerung der Phosphataseaktivität viel geringer als die resultierende Aktivierung 
durch Zugabe von Arachidonsäure. So könnte es sich bei der Aktivierung lediglich um 
einen unspezifischen Nebeneffekt handeln. 
5.5.6 Aktivierung von PAPP5 - Ein Modell für alle PP5 Phosphatasen? 
Trotz des omnipräsenten Vorkommens von PP5 Phosphatasen in allen Organismen, 
zeigen Knockout Mutanten von AtPAPP5 und Mus musculus (Mm) PP5 verschiedene 
Phänotypen. Während durch die Abwesenheit von PAPP5 in Pflanzen ein 
Zwergwachstum verursacht wird74, konnten bei Mäusen keine signifikanten 
äußerlichen Veränderungen gefunden werden. In Säugetieren wurde jedoch ein 
vermehrtes Tumorwachstum bei einer Überexpression von PP5 beobachtet317–319.  
Um eine Aussage über die Übertragbarkeit unseres potentiellen Aktivierungsmecha-
nismus für PAPP5 durch Fettsäuren auf die übrigen Mitglieder der PP5 Familie 
treffen zu können, wurden die Sequenzidentitäten der PP5 Phosphatasen aus 
verschiedenen Organismen überprüft und mittel des Servers Consurf320,321 auf die 
Struktur von PAPP5 übertragen. Es zeigt sich, dass die aktive Tasche und die 
Interaktionsfläche der PP2A Domäne mit der TPR Domäne stark konserviert 
vorliegen (siehe Abbildung 5.16).  
  
Abbildung 5.16: Einfärbung der PP5 Phosphatasen entsprechend dem Konservierungsgrad. Die TPR 
Domäne, der Linker und das C-terminale inhibierende Motiv sind mit ihren Sekundärstrukturen und die 





abgebildet, welche streng konserviert in allen PP5 Phosphatasen vorliegt. Die Farbskala von türkis über 
weiß nach magenta gibt den Konservierungsgrad an, wobei türkis variable und magenta konservierte 
Aminosäuren markiert. 
 
Das C-terminale inhibierende Motiv weist lediglich in dessen Mitte konservierte 
Aminosäuren auf. Die zehn C-terminalen Aminosäuren, die auch die C-terminale Helix 
ausbilden, liegen nicht konserviert vor. Jedoch zeigt ein Vergleich der Strukturen von 
AtPAPP5 und HsPP5, dass L480 in AtPAPP5 und Q495 in HsPP5 beide die C-terminale 
Helix stabilisieren. 
Interessanterweise sind die Aminosäuren in der TPR Domäne, welche mit der C-
terminalen Helix interagieren (Y85 und L92), konserviert. Ebenfalls ist die Amino-
säure E61, die in die aktive Tasche bindet, in allen PP5 Phosphatasen enthalten. Die 
weiteren Wechselwirkungen, die zwischen der TPR Domäne und der PP2A Domäne in 
der Kristallstruktur von PAPP5 beobachtet wurden, sind jedoch nicht konserviert 
(siehe Abbildung 5.17). 
 
Abbildung 5.17: Einfärbung der PP5 Phosphatasen nach dem Konservierungsgrad der TPR Domänen. E61 
bindet in die aktive Tasche der PP2A Domäne und ist in allen PP5 Phosphatasen konserviert. Weiterhin 
liegen die Reste Y85 und L92, die Wechselwirkungen mit dem C-terminalen Motiv eingehen ebenfalls 
konserviert vor. Die Farbskala von türkis über weiß nach magenta gibt den Konservierungsgrad an, wobei 
türkis variable und magenta konservierte Aminosäuren markiert. 
 
Bei der Analyse der HDX-MS Daten vor und nach Inkubation mit Arachidonsäure sind 
drei Bereiche aufgefallen, die eine stark veränderte Austauschrate aufwiesen. Die 
zweite Helix des TPR2 Repeats und die erste Helix des TPR3 Repeats zeigten eine 
erhöhte Austauschrate nach Inkubation, jedoch liegt nur die erste Helix des TPR3 
Repeats konserviert vor. Die zwei anderen Bereiche liegen am Ende des Linker und 
am Anfang der C-terminalen Helix und besitzen eine stark reduzierte Austauschrate 





Phosphatasen zeigte, dass der Bereich des Linkers lediglich drei konservierte 
Aminosäuren (Y162, G164 und P165) enthält. Im Gegensatz dazu liegt der Beginn des 
C-terminalen Motivs streng konserviert vor (siehe Abbildung 5.18). Jedoch ist in 
diesem Bereich auch das Signal für den Eintritt in den Nukleus (S462-N477) 
lokalisiert, so dass dies den hohen Konservierungsgrad erklären könnte. Auffällig ist 
jedoch der hohe Anteil an hydrophoben Aminosäuren im C-terminalen Bereich, die 
auf eine Fettsäurebindung hinweisen könnten. 
 
Abbildung 5.18: Vergleich zwischen der HDX-MS-Austauschrate und dem Konservierungsgrad des Linkers 
(A) sowie des C-terminalen Motivs (B). Die Höhe der Buchstabe steht für den Konservierungsgrad und 
wurde mittels des Servers Weblogo284,285 dargestellt (n = 60; paarweise Sequenzidentität <90 %). Die grau 
hinterlegten Bereiche markieren die Sequenz von AtPAPP5. 
 
Eine spezifische Bindungsstelle der Arachidonsäure konnte weder durch die HDX-MS 
Analyse von PAPP5 noch durch einen Sequenzvergleich der Mitglieder der PP5 
Familie identifiziert werden. In der TPR Domäne wurde kein Bereich detektiert, der 
eine stark verminderte Austauschrate aufweist. Auch weisen diese Domänen keinen 
besonders hohen Konservierungsgrad auf. Weiterhin ist eine Bindung von Fettsäuren 
an TPR Domänen nicht für andere Proteine bekannt. Eine Bindung der Arachidon-
säure kann aber nicht ausgeschlossen werden, da mit der HDX-MS-Messungen 
lediglich Änderungen am Proteinrückgrat detektiert werden können und eventuell in 
der Wechselwirkung involvierte Seitenketten die Bindung ausbilden könnten.  
Zwei Bereiche mit einer erniedrigten Austauschrate sind besonders aufgefallen und 
eine Involvierung in die Arachidonsäurebindung ist möglich. Der Bereich im Linker 
weist drei konservierte Aminosäuren auf, während der Beginn des C-terminalen 





dass die Inhibition der Lokalisierung durch Arachidonsäure universell für alle PP5 
Phosphatasen gilt.  
5.6 HDX-MS Analytik – Anwendung auf Photorezeptorproteine und 
Phosphatasen 
In dieser Arbeit wurde die HDX-MS Methode verwendet, um die Regionen im PSM 
von AtPhyB zu identifizieren, in denen strukturelle Änderungen durch die 
Photokonversion ausgelöst werden. Außerdem konnte durch den Vergleich des 
Wildtyps mit der ΔNTE Variante ein Packungsmodell für die N-terminale Erweiterung 
entwickelt werden, die nicht Teil der Kristallstruktur war. Für PAPP5 konnte die 
Frage nach einem möglichen Aktivierungsmechanismus durch Fettsäuren mit der 
Identifikation der beteiligten Bereiche weiter vorangebracht werden. Allerdings ist 
hierbei zu beachten, dass lediglich die Austauschraten der Wasserstoffatome am 
Proteinrückgrat unter dem gegebenen Messaufbau detektiert werden können. 
Eventuell in der Wechselwirkung involvierte Seitenketten weisen eine zu hohe 
Austauschrate auf, so dass sie während des online Verdaus bereits zurücktauschen. 
Schlussfolgernd kann eine Bindung, in die lediglich Seitenketten involviert sind, nicht 
via HDX-MS per se detektiert werden. Weiterhin können allosterische Effekte nicht 
von potentiellen Bindungsstellen unterschieden werden. 
Wie näher im Anhang in Kapitel 8. 3 erläutert, müssen bei der Analyse von HDX-MS 
Daten einige Punkte berücksichtigt werden um keine falschen Ergebnisse zu 
produzieren. Hierbei ist besonders zu beachten, dass die zu untersuchenden Bereiche 
mit vielen Peptiden abgedeckt sind um aussagefähige Daten erhalten zu können. Eine 
weitere Möglichkeit die Qualität der erhaltenen Daten zu beurteilen, besteht in der 
Replikation des Experiments. Die Messungen des PhyB Wildtyps im Pfr Zustand 
wurden von Verena Gruth wiederholt um eine mögliche Interaktionsfläche mit PIF3 
zu identifizieren270. Trotz der Auswertung unter Verwendung anderer Parameter zur 
Identifikation der t0-Peptide (siehe Tabelle 5.2), konnte eine insgesamt sehr hohe 
Reproduktion der Austauschraten der einzelnen Regionen erhalten werden (siehe 
Abbildung 8.3 und Abbildung 8.4).  
Bei beiden Messungen konnte eine ähnliche maximale Austauschrate von 70 % (1. 





(S227-L237) erhalten werden. Dies zeigt, dass in unabhängigen Messungen zwar 
nicht unbedingt gleiche Peptide erhalten werden, jedoch gleiche Bereiche trotzdem 
eine hohe Reproduzierbarkeit bezüglich ihrer Austauschrate aufweisen.  
 
 
Tabelle 5.2: Vergleich der verwendeten Parameter zur Identifikation der t0-Peptide für die Pfr Form von 
AtPhyB(1-651). AS = Aminosäuren. 
 Messung 1 Messung 2270 
Peptidanzahl 151 123 
Sequenzabdeckung 83 78 
Redundanz 2,2 2,7 
Minimale Intensität 10000 20000 
Länge der Peptidfragmente 4-16 AS 4-22 AS 
Minimale Produkte 0 3 
Minimale Produkte per AS 0,1 0,1 
Wiederholungen der Peptide 6 aus 8 7 aus 8 
 
Bei beiden Messungen konnte eine ähnliche maximale Austauschrate von 70 % (1. 
Messung) beziehungsweise 65 % (2. Messung) für die Bereiche (K88-A103) und 
(S227-L237) erhalten werden. Dies zeigt, dass in unabhängigen Messungen zwar 
nicht unbedingt gleiche Peptide erhalten werden, jedoch gleiche Bereiche trotzdem 
eine hohe Reproduzierbarkeit bezüglich ihrer Austauschrate aufweisen.  
Insgesamt kann die hohe Qualität der Daten bereits durch die Betrachtung der N-
terminalen Erweiterung festgestellt werden. So besitzt der Bereich von L67 bis D82 in 
beiden Messungen eine mittlere bis leicht erhöhte Austauschrate. Der sich anschlies-
sende Bereich Y83-L87, der die beiden Phosphorylierungsstellen (S84 und S86) 
enthält, besitzt in beiden Messungen eine erhöhte Austauschrate. Weiterhin zeigt die 
Region um Y276, dessen Mutation zu H einen Pfr-artigen Signalzustand ohne die 
Lichtkonversion Pr→Pfr verursacht, in beiden Messungen eine stark reduzierte 
Austauschrate. Leichte Variationen im Beginn der N-terminalen Erweiterung sowie in 
der Scharnierregion können auf die geringere Peptidabdeckung in der zweiten 
Messung zurückgeführt werden.  
Probleme ergaben sich bei der Auswertung der ersten Messung von PhyB, da die 





Deuterium-Austausch aufwies, so dass die Region sehr geschützt oder in starken 
Wechselwirkungen involviert sein müsste. Die Betrachtung der gesamten 
Peptidabdeckung für diesen Bereich zeigte jedoch, dass die Peptide in unmittelbarer 
Nachbarschaft eine höhere Austauschrate besitzen. Die Wiederholung der Messung 
der Pfr Form zeigte keine Peptide mit einem stark reduzierten Austausch in dieser 
Region, so dass es bei der 1. Messung beispielsweise ein Carryover oder eine unspezi-
fische Bindung von Metallen stattgefunden haben könnte (siehe Abbildung 5.19).  
 
Abbildung 5.19: Vergleich der zweier HDX-MS Analysen für einen Bereich in der N-terminalen 
Erweiterung von AtPhyB erhaltenen Peptidfragmente inklusive ihrer relativen Deuteriumaufnahme nach 
30 s. Der Farbverlauf von blau über grün nach rot zeigt die Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für 






Die Kristallisation der pflanzlichen Phytochrome gestaltet sich schwierig und die 
vorhandenen Pr Struktur besitzt lediglich eine Auflösung von 3,5 Å. Aus diesem Grund 
kann der Einsatz der Massenspektrometrie in der Strukturaufklärung sowie der 
Untersuchung der Bindungspartner der Phytochrome neue Einblicke ermöglichen. 
Die HDX-MS des photosensorischen Moduls aus Arabidopsis thaliana von Phytochrom 
B identifizierte die Bereiche der Struktur die während der Photokonversion eine 
dynamische Änderung durchlaufen. Um die genauen Positionen der betroffenen 
Aminosäuren zu ermitteln, könnte Cross-linking-Massenspektrometrie (CX-MS) 
verwendet finden. Hierbei wird das zu untersuchende Protein mit einer Mischung aus 
bifunktionale Reagenzien verschiedener definierter Längen inkubiert, anschließend 
proteolytisch verdaut und die resultierende Peptide via Massen–spektrometrie 
analysiert. Der zwischen zwei Peptiden eingebaute Linker gibt einen Rückschluss auf 
den Abstand der Peptide in der dreidimensionalen Struktur322–324. Ein Vorteil dieser 
Methode gegenüber der Elektronenspinresonanz-Spektroskopie, mit der ebenfalls 
Abstände zwischen zwei Cysteinen bestimmt werden können, besteht in der 
schnelleren Durchführung, da bei der CX-MS gleichzeitig verschiedene Cross-Linker 
getestet werden können und nicht erst Cysteinmutanten aufwendig hergestellt 
werden müssen. 
Darüber hinaus konnte in dieser Arbeit durch den Vergleich einer Deletionsvariante 
ohne N-terminale Erweiterung mittels HDX-MS ein Packungsmodell der NTE gegen 
das PSM von PhyB entwickelt werden. Nichtsdestotrotz, ein direkter Beweis für den 
genauen Verlauf des Packungsmodells ist noch nicht erbracht. Hierzu wäre eine 
Kristallstruktur, welche die NTE umfasst, erstrebenswert, doch blieben bisherige 
Versuche ohne Erfolg. Eine weitere Möglichkeit das Packungsmodell zu bestätigen, 
besteht in der Vermessung durch SAXS (engl.: Small angle X-ray scattering), bei der 
die Proteinform abgebildet werden kann. 
Des Weiteren stellt die CX-MS eine vielversprechende Methode dar um die HDX-MS 
Ergebnisse, die für die Fettsäureaktivierung von PAPP5 gefunden wurden, zu 
unterstützen. Ein weiterer Aspekt besteht in der Identifikation der Fettsäure, die in 





Arachidonsäure üblicherweise nicht in Pflanzen vorkommt. Weiterhin bleibt der 
Einfluss von Linolsäure zu klären, da sich in dieser Arbeit ein stark inhibierender 
Effekt zeigte, der jedoch im Widerspruch zur Literatur steht, bei dem Linolsäure auf 
GST-PP5 Varianten allenfalls einen aktivierenden Effekt zeigte.  
General könnten HDX-MS Messungen für die Identifikation der Bindungsstellen der 
Interaktionspartner von Phytochromen verwendet werden. Dies würde die 
Aufklärung von Signaltransduktionswegen und das Verständnis der Kommunikation 
von Pflanzen deutlich voranbringen. Es zeigte sich, dass Phosphorylierungen die 
Lebensdauer des aktiven Zustandes und die Affinität gegenüber Bindungspartnern 
deutlich beeinflusst. Ein Einfluss weiterer PTMs, wie beispielsweise Acetylierungen, 
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8.1 Sekundärstrukturelemente in AtPhyB 
 
Abbildung 8.1: Nummerierung der Sekundärstrukturelemente in der Kristallstruktur von AtPhyB(101-
624). Α-Helices sind als Zylinder und β-Faltblätter als Pfeile dargestellt. Die NTE, PAS, GAF und PHY 
Domänen sowie das OPM (engl.: Output module, kurz: OPM) sind in blau, grün, orange und magenta 
koloriert. Die α-Helix der NTE und die Knotenregion der GAF Domäne sind in blau und gelb eingefärbt. 
PΦB ist in cyan koloriert und die Anbindung an das Phytochrom über die Aminosäure C357 ist in rot 








8.2 Peptidabdeckung nach HDX-MS 
8.2.1 Phytochrom B (1-654) 
 
Abbildung 8.2: Darstellung der nach dem Verdau von PhyB WT erhaltenen Peptidfragmente inklusive 
ihrer relativen fraktionierten Deuteriumaufnahme für den Pr Zustand nach 30 s. Der Farbverlauf von blau 
über grün nach rot zeigt hierbei die Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für keine bis eine geringe 






8.2.2 Phytochrom B (1-654) 
 
Abbildung 8.3: Darstellung der nach dem Verdau von PhyB WT erhaltenen Peptidfragmente inklusive 
ihrer relativen fraktionierten Deuteriumaufnahme für den Pfr Zustand nach 30 s. Der Farbverlauf von blau 
über grün nach rot zeigt hierbei die Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für keine bis eine geringe 






8.2.3 Phytochrome B(1-651) – Auswertung von Verena Gruth270 
 
Abbildung 8.4: Darstellung der nach dem Verdau von PhyB WT erhaltenen Peptidfragmente inklusive 
ihrer relativen fraktionierten Deuteriumaufnahme für den Pfr Zustand nach 30 s. Der Farbverlauf von blau 
über grün nach rot zeigt hierbei die Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für keine bis eine geringe 







8.2.4 Phytochrom B (90-654) 
 
Abbildung 8.5: Darstellung der nach dem Verdau von PhyB ΔNTE erhaltenen Peptidfragmente inklusive 
ihrer relativen fraktionierten Deuteriumaufnahme für den Pr Zustand nach 30 s. Der Farbverlauf von blau 
über grün nach rot zeigt hierbei die Deuteriumaufnahme an. Blau steht hierbei für keine bis eine geringe 














Abbildung 8.6: Darstellung der nach dem Verdau von PAPP5 erhaltenen Peptidfragmente inklusive ihrer 
relativen fraktionierten Deuteriumaufnahme nach 30 s. Der Farbverlauf von blau über weiß nach rot zeigt 











8.3 SDS-Page und Größenausschlusschromatografie des Cph1-PhyB-
PhyA-Hybrids 
 
Abbildung 8.7: Reinigung des in vivo assemblierten Hybrids Cph1(PASGAF)PhyB(PAS)PhyA(PASPAS). (A) 
Die SDS-PAGE der Reinigung zeigt, dass das Phytochrom bei einer Masse von circa 80 kDa migriert 
(markiert durch einen Stern), was in etwa der berechneten Masse von 84 kDa entspricht. Als Referenz für 
die SDS-Page wurde der Page Ruler Unstained Protein Ladder von Fermentas eingesetzt. (B) Das Chromato-
gramm der Gelfiltration zeigt einen Peak bei 280 nm (schwarz), 650 nm (rot) und 700 nm (blau), der einer 
Größe des Proteins von circa 102 kDa entspricht. 
8.4 Guidelines zur Analyse von HDX-MS Daten 
Der Wasserstoff-Deuterium-Austausch wurde bereits 1958 durch Linderstrom-
Lang325 entdeckt. Jedoch lieferte erst die Kombination dieses Vorgangs mit der 
Massenspektrometrie eine Untersuchungsmethode zur Charakterisierung von 
Biomakromoleküle und deren Verhalten in Lösung. So können zum Beispiel 
Bindungsstellen oder posttranslational modifizierte Aminosäuren identifiziert 
werden.  
Die Entwicklung des automatisierten Messablaufs hat die Dauer eines Experimentes 
deutlich verkürzt und die Möglichkeit von Triplett-Messungen ermöglicht. Eine 
weitere Erleichterung stellte die Entwicklung von Computerprogrammen dar, mit 
denen eine automatisierte Peptidzuordnung möglich ist. Hierbei werden 
Massenspektren eines typischen LC-MS Laufs vor und nach einer Deuteriuminkor-
poration analysiert und aus der Verschiebung des Zentroids die Deuteriumaufnahme 
berechnet. Für eine gute Auswertung muss die Instrumentation sensitiv genug 





Masse-zu-Ladungsverhältnis, Ladungszustand des Peptidions, Retentionszeit, 
mögliche Isotope des Peptidions sowie eine Gewährleistung, dass die Signale größer 
sind als das Hintergrundsignal. Eine sich der Automation anschließende manuelle 
Kontrolle der Peptide ist notwendig, um Fehler des Programms auszuschließen, 
erfordert jedoch umfangreiche Kenntnisse des Benutzers. 
Probleme können sich bei der Auswertung durch einen eventuellen Rücktausch der 
Deuteriumionen mit Wasserstoffionen auf der Pepsinsäule ergeben. Dies führt zu 
einer veränderten Form des Peaks und zu einer niedrigeren Austauschrate. Die 
Notwendigkeit diese mittels eines Korrekturfaktors neu zu berechnen wird für viele 
Experimente in Frage gestellt326–328. Für die Ermittlung des Korrekturfaktors muss 
experimentell die maximale Deuteriumaufnahme des entfalteten Proteins bestimmt 
werden. Durch eine anschließende Analyse des deuterierten und verdauten Proteins 
kann ein eventueller Rücktausch festgestellt werden. Weiterhin kann es bei einigen 
Peptiden zu einem erhöhten Rücktausch kommen, wenn Peptide mit dem 
Säulenmaterial der Trennsäule interagieren und so erst bei einem späteren Lauf 
eluiert werden (engl.: Carryover). Durch den Rücktausch der Peptide können sie eine 
falsche Aussage über die Austauschrate generieren oder bei einer Vermischung eine 
EX1-Kinetik vermuten lassen329. Diese tritt jedoch bei Messungen der Proteine unter 
physiologischen Bedingungen nur sehr selten auf330. Bislang gibt es keine Richtlinien, 
wie die Daten dieser theoretisch möglichen Kinetik in der Auswertung berücksichtigt 
werden sollten.  
Weiterhin können bei großen Proteinen Überlagerungen der Isotopenverteilungen 
auftreten. Oft kann dieses Problem durch die Auswertung eines anderen Ladungszu-
standes des Peptids gelöst werden, da die Überlagerung meist nicht alle betrifft. Sollte 
dies jedoch der Fall sein, besteht die Möglichkeit bei hochauflösenden Massen-
spektrometern auf Dekonvolutionsmethoden zurückzugreifen, um die überlappenden 
Signale voneinander zu extrahieren. Weiterhin könnte auch eine längere Trennsäule 
verwendet werden, birgt jedoch die Gefahr eines höheren Rücktausches331,332. 
Weiterhin kann eine Überlagerung der Daten auftreten, wenn das Protein nicht 
konformationell homogen, sondern in mehreren Zuständen vorliegt. Die Pfr Form von 
pflanzlichen Phytochromen kann experimentell nicht als Reinform erhalten werden, 





mischen Gleichgewichts bei Bestrahlung mit Rotlicht. Der Vergleich der erhaltenen 
Chromatogramme konnte kein Peptid zeigen, das gleichzeitig in der Pr und Pfr Form 
vorlag. Weiterhin haben die Raman-Messungen die Anwesenheit zweier Pfr Formen 
bestätigt, die jedoch nicht in den HDX-MS Auswertungen beobachtet werden konnten. 
Entweder ist der strukturelle Unterschied zwischen den beiden Pfr Formen zu gering, 
so dass dieser sich noch innerhalb des Fehlerbereichs befand oder die Peptide 
wurden in der Auswertung nicht berücksichtigt, da auf Grund einer zu starken 
Überlagerung die Auswertung der Peptide nicht möglich war. Letzteres war jedoch 
nur für einige wenige Peptide der Fall und nicht für ganze Bereiche, so dass dieser 
Grund nahezu ausgeschlossen werden kann. 
Sowohl für die Grundeinstellungen zur Detektion der Peptide, als auch für die 
Bewertung der finalen Daten, wurden noch keine einheitlichen Parameter definiert. 
Dies ist jedoch notwendig, um die Zuverlässigkeit und Vergleichbarkeit der produ-
zierten Daten beurteilen zu können. Zurzeit wird ein signifikanter Unterschied 
zwischen zwei Zuständen durch die Ermittlung eines Konfidenzintervalls bestimmt. 
Hierfür wird zunächst der Mittelwert der durchschnittlichen Fehler der Deuterium-
aufnahme errechnet und anschließend der Standardfehler gebildet. Abschließend 
wird das Konfidenzintervall mittels eines t-Test bestimmt. Neben der Frage der 
Eignung eines t-Tests müssen auch noch weitere Parameter ermittelt werden, die 
eine Beurteilung der Daten erlauben. So kann aus der Redundanz eine Aussage über 
die Peptidabdeckung pro Aminosäure gezogen werden. Hierbei wird von dem 
Programm DynamX jedoch lediglich ein gemittelter Wert aller Aminosäuren 
angegeben, so dass keine Rückschlüsse über einzelne interessante Regionen gezogen 
werden können. Eine hohe Abdeckung des gesamten Proteins ist zwar vorteilhaft, 
aber nicht notwendigerweise erforderlich, wenn du einzelne Regionen analysiert 
werden sollen. 
8.4.1 Darstellung der Austauschraten 
Die erhaltenen Austauschraten werden zumeist mittels eines Farbschemas in einer 
Heatmap dargestellt, die auf eine eventuell vorhandene Struktur übertragen werden 
kann. Hierbei ist jedoch zu bedenken, dass jeder Aminosäure ein Austauschwert 
zugeordnet wird, der sich aus dem kürzesten Peptid ergibt, in dem die jeweilige 





die Austauschrate des C-terminalen Peptids übernommen, wenn zwei gleichgroße 
Peptide existieren. Den kürzeren Peptiden wird eine höhere Gewichtung zugeordnet, 
da durch sie eine genauere Lokalisierung der Änderung möglich ist. Allerdings sollten 
die aus der Heatmap erhaltenen Ergebnisse stehts kritisch mit der Gesamtpeptid-
abdeckung (engl.: Coverage map) verglichen werden, um zu überprüfen, ob andere 
Peptide mit einer ähnlichen Länge in diesem Bereich dieselbe Austauschrate zeigen. 
Jedoch zeigen Peptide immer nur eine gemittelte Austauschrate, so dass längere 
Peptide nicht notwendigerweise die vergleichbare Werte aufweisen müssen wie etwa 
kürzere, da strukturelle Änderungen oder eine Bindung von Interaktionspartnern 
auch über nur sehr kurze sehr Segmente erfolgen kann. Auf Grund der gemittelten 
Aufnahme der Peptide können auch nur Aussagen über Bereiche getroffen und nicht 
die genauen Aminosäuren bestimmt werden. Hierfür wären eine weitere 
Fragmentierung der Peptide mittels ETD (engl.: Electron-transfer dissociation) nötig. 
Eine weitere beliebte Darstellungsmethode der HDX-MS Ergebnisse ist der Butterfly 
plot. Hierbei wird im Gegensatz zur Heatmap der Mittelpunkt jedes Peptids gegen die 
Austauschrate aufgetragen (siehe Abbildung 8.8). Dies hat zur Folge, dass die 
Heatmap und der Butterfly Plot nicht zwingend übereinstimmen müssen.  
 
Abbildung 8.8: Beispielhafte Abbildung der relativen Deuteriumaufnahme zu verschiedenen Zeiten durch 
einen Butterfly Plot. Hierfür wird für jedes Peptid der Mittelpunkt (obere Vergrößerung) bestimmt und 






Der Butterfly Plot eignet sich sehr gut zur Darstellung blockierte Regionen, welche 
durch die Bindung von Interaktionspartnern hervorgerufen wurden. Probleme 
ergeben sich jedoch, wenn bei der Auswertung auch längere Peptide berücksichtigt 
werden, da deren Deuteriumaufnahme nicht der kürzerer Peptide entsprechen muss. 
























































































8.7 Produzierte und analysierte Proteine 
Arabidopsis thaliana PhyB(1-651) 
MVSGVGGSGG GRGGGRGGEE EPSSSHTPNN RRGGEQAQSS GTKSLRPRSN TESMSKAIQQ  
YTVDARLHAV FEQSGESGKS FDYSQSLKTT TYGSSVPEQQ ITAYLSRIQR GGYIQPFGCM  
IAVDESSFRI IGYSENAREM LGIMPQSVPT LEKPEILAMG TDVRSLFTSS SSILLERAFV  
AREITLLNPV WIHSKNTGKP FYAILHRIDV GVVIDLEPAR TEDPALSIAG AVQSQKLAVR  
AISQLQALPG GDIKLLCDTV VESVRDLTGY DRVMVYKFHE DEHGEVVAES KRDDLEPYIG  
LHYPATDIPQ ASRFLFKQNR VRMIVDCNAT PVLVVQDDRL TQSMCLVGST LRAPHGCHSQ  
YMANMGSIAS LAMAVIINGN EDDGSNVASG RSSMRLWGLV VCHHTSSRCI PFPLRYACEF  
LMQAFGLQLN MELQLALQMS EKRVLRTQTL LCDMLLRDSP AGIVTQSPSI MDLVKCDGAA  
FLYHGKYYPL GVAPSEVQIK DVVEWLLANH ADSTGLSTDS LGDAGYPGAA ALGDAVCGMA  
VAYITKRDFL FWFRSHTAKE IKWGGAKHHP EDKDDGQRMH PRSSFQAFLE VVKSRSQPWE  
TAEMDAIHSL QLILRDSFKE SEAAMNSKVV DGVVQPCRDM AGEQGIDELG AHHHHHH  
 
Arabidopsis thaliana PhyB(90-651) 
MTTYGSSVPE QQITAYLSRI QRGGYIQPFG CMIAVDESSF RIIGYSENAR EMLGIMPQSV  
PTLEKPEILA MGTDVRSLFT SSSSILLERA FVAREITLLN PVWIHSKNTG KPFYAILHRI  
DVGVVIDLEP ARTEDPALSI AGAVQSQKLA VRAISQLQAL PGGDIKLLCD TVVESVRDLT  
GYDRVMVYKF HEDEHGEVVA ESKRDDLEPY IGLHYPATDI PQASRFLFKQ NRVRMIVDCN  
ATPVLVVQDD RLTQSMCLVG STLRAPHGCH SQYMANMGSI ASLAMAVIIN GNEDDGSNVA  
SGRSSMRLWG LVVCHHTSSR CIPFPLRYAC EFLMQAFGLQ LNMELQLALQ MSEKRVLRTQ  
TLLCDMLLRD SPAGIVTQSP SIMDLVKCDG AAFLYHGKYY PLGVAPSEVQ IKDVVEWLLA  
NHADSTGLST DSLGDAGYPG AAALGDAVCG MAVAYITKRD FLFWFRSHTA KEIKWGGAKH  
HPEDKDDGQR MHPRSSFQAF LEVVKSRSQP WETAEMDAIH SLQLILRDSF KESEAAMNSK  
VVDGVVQPCR DMAGEQGIDE LGAHHHHHH  
 
Arabidopsis thaliana PAPP5(1-484) 
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MMETKNENSD VSRAEEFKSQ ANEAFKGHKY SSAIDLYTKA  
IELNSNNAVY WANRAFAHTK LEEYGSAIQD ASKAIEVDSR YSKGYYRRGA AYLAMGKFKD  
ALKDFQQVKR LSPNDPDATR KLKECEKAVM KLKFEEAISV PVSERRSVAE SIDFHTIEVE  
PQYSGARIEG EEVTLDFVKT MMEDFKNQKT LHKRYAYQIV LQTRQILLAL PSLVDISVPH  
GKHITVCGDV HGQFYDLLNI FELNGLPSEE NPYLFNGDFV DRGSFSVEII LTLFAFKCMC  
PSSIYLARGN HESKSMNKIY GFEGEVRSKL SEKFVDLFAE VFCYLPLAHV INGKVFVVHG  
GLFSVDGVKL SDIRAIDRFC EPPEEGLMCE LLWSDPQPLP GRGPSKRGVG LSFGGDVTKR  
FLQDNNLDLL VRSHEVKDEG YEVEHDGKLI TVFSAPNYCD QMGNKGAFIR FEAPDMKPNI  
VTFSAVPHPD VKPMAYANNF LRMFN  
 
Arabidopsis thaliana PAPP5(136-484) 
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MPDATRKLKE CEKAVMKLKF EEAISVPVSE RRSVAESIDF  
HTIEVEPQYS GARIEGEEVT LDFVKTMMED FKNQKTLHKR YAYQIVLQTR QILLALPSLV  
DISVPHGKHI TVCGDVHGQF YDLLNIFELN GLPSEENPYL FNGDFVDRGS FSVEIILTLF  
AFKCMCPSSI YLARGNHESK SMNKIYGFEG EVRSKLSEKF VDLFAEVFCY LPLAHVINGK  
VFVVHGGLFS VDGVKLSDIR AIDRFCEPPE EGLMCELLWS DPQPLPGRGP SKRGVGLSFG  
GDVTKRFLQD NNLDLLVRSH EVKDEGYEVE HDGKLITVFS APNYCDQMGN KGAFIRFEAP  
DMKPNIVTFS AVPHPDVKPM AYANNFLRMF N 
 
Arabidopsis thaliana PAPP5(136-472) 
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MPDATRKLKE CEKAVMKLKF EEAISVPVSE RRSVAESIDF  
HTIEVEPQYS GARIEGEEVT LDFVKTMMED FKNQKTLHKR YAYQIVLQTR QILLALPSLV  
DISVPHGKHI TVCGDVHGQF YDLLNIFELN GLPSEENPYL FNGDFVDRGS FSVEIILTLF  
AFKCMCPSSI YLARGNHESK SMNKIYGFEG EVRSKLSEKF VDLFAEVFCY LPLAHVINGK  





GDVTKRFLQD NNLDLLVRSH EVKDEGYEVE HDGKLITVFS APNYCDQMGN KGAFIRFEAP  
DMKPNIVTFS AVPHPDVKPM  
 
Arabidopsis thaliana PAPP2c(1-287) 
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MMGKFCCFTS ASEVVGGQSS SRSGKGRSDE GMIKYGFSLV  
KGKANHPMED YHVANFINIQ DHELGLFAIY DGHMGDSVPA YLQKRLFSNI LKEVKTKKKG  
EFWVDPRRSI AKAYEKTDQA ILSNSSDLGR GGSTAVTAIL INGRKLWIAN VGDSRAVLSH  
GGAITQMSTD HEPRTERSSI EDRGGFVSNL PGDVPRVNGQ LAVSRAFGDK GLKTHLSSEP  
DIKEATVDSQ TDVLLLASDG IWKVMTNEEA MEIARRVKDP QKAAKELTAE ALRRESKDDI  
SCVVVRFR  
 
Arabidopsis thaliana PAPP2c(36-472) 
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MMIKYGFSLV KGKANHPMED YHVANFINIQ DHELGLFAIY  
DGHMGDSVPA YLQKRLFSNI LKEVKTKKKG EFWVDPRRSI AKAYEKTDQA ILSNSSDLGR  
GGSTAVTAIL INGRKLWIAN VGDSRAVLSH GGAITQMSTD HEPRTERSSI EDRGGFVSNL  
PGDVPRVNGQ LAVSRAFGDK GLKTHLSSEP DIKEATVDSQ TDVLLLASDG IWKVMTNEEA  
MEIARRVKDP QKAAKELTAE ALRRESKDDI SCVVVRFR  
 
Arabidopsis thaliana PhyA(873-1122) 
MGSSHHHHHH SQDPQLASHE LQQALHVQRL AERTAVKRLK ALAYIKRQIR NPLSGIMFTR   
KMIEGTELGP EQRRILQTSA LCQKQLSKIL DDSDLESIIE GCLDLEMKEF TLNEVLTAST  
SQVMMKSNGK SVRITNETGE EVMSDTLYGD SIRLQQVLAD FMLMAVNFTP SGGQLTVSAS  
LRKDQLGRSV HLANLEIRLT HTGAGIPEFL LNQMFGTEED VSEEGLSLMV SRKLVKLMNG  
DVQYLRQAGK SSFIITAELA AANK  
 
Synechocystis sp. PCC 6803 Cph1(1-318) Arabidopsis thaliana PhyA(403-593) 
MATTVQLSDQ SLRQLETLAI HTAHLIQPHG LVVVLQEPDL TISQISANCT GILGRSPEDL  
LGRTLGEVFD SFQIDPIQSR LTAGQISSLN PSKLWARVMG DDFVIFDGVF HRNSDGLLVC  
ELEPAYTSDN LPFLGFYHMA NAALNRLRQQ ANLRDFYDVI VEEVRRMTGF DRVMLYRFDE  
NNHGDVIAED KRDDMEPYLG LHYPESDIPQ PARRLFIHNP IRVIPDVYGV AVPLTPAVNP  
STNRAVDLTE SILRSAYHCH LTYLKNMGVG ASLTISLIKD GHLWGLIACH HQTPKVIPFE  
LRKACEFFGR VVFSNISAEL ELDNQMVEKN ILRTQTLLCD MLMRDAPLGI VSQSPNIMDL  
VKCDGAALLY KDKIWKLGTT PSEFHLQEIA SWLCEYHMDS TGLSTDSLHD AGFPRALSLG  
DSVCGMAAVR ISSKDMIFWF RSHTAGEVRW GGAKHDPDDR DDARRMHPRS SFKAFLEVVK  
TRSLPWKDYE MDAIHSLQLI LRNAFKDSET THHHHHH 
 
Synechocystis sp. PCC 6803 Cph1(1-318) Arabidopsis thaliana PhyB(434-624) 
MATTVQLSDQ SLRQLETLAI HTAHLIQPHG LVVVLQEPDL TISQISANCT GILGRSPEDL  
LGRTLGEVFD SFQIDPIQSR LTAGQISSLN PSKLWARVMG DDFVIFDGVF HRNSDGLLVC  
ELEPAYTSDN LPFLGFYHMA NAALNRLRQQ ANLRDFYDVI VEEVRRMTGF DRVMLYRFDE  
NNHGDVIAED KRDDMEPYLG LHYPESDIPQ PARRLFIHNP IRVIPDVYGV AVPLTPAVNP  
STNRAVDLTE SILRSAYHCH LTYLKNMGVG ASLTISLIKD GHLWGLIACH HQTPKVIPFE  
LRKACEFFGR VVFSNISAEL QLALQMSEKR VLRTQTLLCD MLLRDSPAGI VTQSPSIMDL  
VKCDGAAFLY HGKYYPLGVA PSEVQIKDVV EWLLANHADS TGLSTDSLGD AGYPGAAALG  
DAVCGMAVAY ITKRDFLFWF RSHTAKEIKW GGAKHHPEDK DDGQRMHPRS SFQAFLEVVK  
SRSQPWETAE MDAIHSLQLI LRDSFKESEA AHHHHHH  
 
Synechocystis sp. PCC 6803 Cph1(1-318) Arabidopsis thaliana PhyB(434-608) 
Arabidopsis thaliana PhyA(528-831) 
MATTVQLSDQ SLRQLETLAI HTAHLIQPHG LVVVLQEPDL TISQISANCT GILGRSPEDL  





ELEPAYTSDN LPFLGFYHMA NAALNRLRQQ ANLRDFYDVI VEEVRRMTGF DRVMLYRFDE  
NNHGDVIAED KRDDMEPYLG LHYPESDIPQ PARRLFIHNP IRVIPDVYGV AVPLTPAVNP  
STNRAVDLTE SILRSAYHCH LTYLKNMGVG ASLTISLIKD GHLWGLIACH HQTPKVIPFE  
LRKACEFFGR VVFSNISAEL QLALQMSEKR VLRTQTLLCD MLLRDSPAGI VTQSPSIMDL  
VKCDGAAFLY HGKYYPLGVA PSEVQIKDVV EWLLANHADS TGLSTDSLGD AGYPGAAALG  
DAVCGMAVAY ITKRDFLFWF RSHTAGEVRW GGAKHDPDDR DDARRMHPRS SFKAFLEVVK  
TRSLPWKDYE MDAIHSLQLI LRNAFKDSET TDVNTKVIYS KLNDLKIDGI QELEAVTSEM  
VRLIETATVP ILAVDSDGLV NGWNTKIAEL TGLSVDEAIG KHFLTLVEDS SVEIVKRMLE  
NALEGTEEQN VQFEIKTHLS RADAGPISLV VNACASRDLH ENVVGVCFVA HDLTGQKTVM  
DKFTRIEGDY KAIIQNPNPL IPPIFGTDEF GWCTEWNPAM SKLTGLKREE VIDKMLLGEV  
FGTQKSCCRL KNQEAFVNLG IVLNNAVTSH HHHHH  
 
Synechocystis sp. PCC 6803 Cph1(1-318) Arabidopsis thaliana PhyB(434-863) 
MATTVQLSDQ SLRQLETLAI HTAHLIQPHG LVVVLQEPDL TISQISANCT GILGRSPEDL  
LGRTLGEVFD SFQIDPIQSR LTAGQISSLN PSKLWARVMG DDFVIFDGVF HRNSDGLLVC  
ELEPAYTSDN LPFLGFYHMA NAALNRLRQQ ANLRDFYDVI VEEVRRMTGF DRVMLYRFDE  
NNHGDVIAED KRDDMEPYLG LHYPESDIPQ PARRLFIHNP IRVIPDVYGV AVPLTPAVNP  
STNRAVDLTE SILRSAYHCH LTYLKNMGVG ASLTISLIKD GHLWGLIACH HQTPKVIPFE  
LRKACEFFGR VVFSNISAEL QLALQMSEKR VLRTQTLLCD MLLRDSPAGI VTQSPSIMDL  
VKCDGAAFLY HGKYYPLGVA PSEVQIKDVV EWLLANHADS TGLSTDSLGD AGYPGAAALG  
DAVCGMAVAY ITKRDFLFWF RSHTAGEIKW GGAKHHPEDK DDGQRMHPRS SFQAFLEVVK  
SRSQPWETAE MDAIHSLQLI LRDSFKESEA AMNSKVVDGV VQPCRDMAGE QGIDELGAVA  
REMVRLIETA TVPIFAVDAG GCINGWNAKI AELTGLSVEE AMGKSLVSDL IYKENEATVN  
KLLSRALRGD EEKNVEVKLK TFSPELQGKA VFVVVNACSS KDYLNNIVGV CFVGQDVTSQ  
KIVMDKFINI QGDYKAIVHS PNPLIPPIFA ADENTCCLEW NMAMEKLTGW SRSEVIGKMI  








A   Adenosin 
Å   Angström 
ADP   Adenosin-5‘-diphosphat 
Amp   Ampicillin 
AnPixJ   CBCR aus Anabaena (Nostoc) sp. 
APC   Anaphase-promoting complex 
AS   Aminosäure 
ASK1   Apoptosis signal-regulating kinase 1 
ATM   Ataxia telangiectasia mutated 
ATP   Adenosintriphosphat 
AtPhy   Phytochrom aus Arabidopsis thaliana 
ATR   ATM and Rad3 related 
AvPhyA  Phytochrom aus Avena sativa 
BCA   Bicinchoninsäure 
bp   Basenpaare 
BphP   Bakteriochrome 
BSA   Rinderserumalbumin 
BV   Biliverdin 
C   Cytosin 
CBCR   Cyanobakteriochrome 
CD   Zirkulardichroismus  
CDC16/27  Cell division cycle protein 16/27 
c-di-GMP  zyklisches Diguanylat 
COP1   Constitutive photomorphogenic 1 
CRY   Cryptochrom 
CX-MS   Cross-Linking Massenspektrometrie 
Da   Dalton 
DLS   Dynamische Lichtstreung 
DMSO   Dimethylsulfoxid 
DNA   Desoxyribonukleinsäure 
dNTPs   2‘-Desoxynukleotide 
DrBphP  Bakteriochrom aus Deinococcus radiodurans 
ε   Extinktion 
EB   Elutionspuffer (elution buffer) 
EDTA   Ethylendiamintetraessigsäure 
FAD   Flavinadenindinukleotid 
FHY1   Far-red elongated hypocotyl 1 
FHL   FHY1-like 
FMN   Flavinmononukleotid 





g   Gramm 
G   Guanin 
GAF   cGMP Phosphodiesterase, Adenylat Zyklase 
GTP   Guanosin-5‘-triphosphat 




HEPES  2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
HFR1   Long hypocotyl in far-red 1 
HKR   Histidinkinase verwandte Domäne 
Hs   Homo sapiens 
HY5   Long hypocotyl 5 
IPTG   Isopropyl-β-D-1-thiogalactopyranosid 
K   Kelvin 
KOAc   Kaliumacetat 
λ   Wellenlänge 
L   Liter 
LAF1   Long after far-red light 1 
m   Meter 
M   Molar (mol/L) 
MAP   Mitogen-activated protein 
MCP   Methyl-akzeptierendes Chemotaxis Protein 
MCS   Multiple Cloning Site 
min   Minuten 
MST   Themophorese im Mikromaßstab 
5,10-MTHF  5,10-Methenyltetrahydrofolat 
NaOH   Natriumhydroxid 
NDPK2  Nukleare Diphosphatekinase 2 
NLS   Nukleares Lokalisierungssignal 
NMR Kernspinresonanzspektroskopie 
NTE N-terminalen Erweiterung 
NTA   Nitrilotriessigsäure 
OD595   Optische Dichte bei einer Wellenlänge von 595 nm 
ORI   Replikationsursprung 
PaBphP  Bakteriochrom aus Psedomonas aeruginosa  
PAGE   Polyacrylamidelektrophorese 
PAS   PER, ARNT, SIM 
PAPP2c  Phytochrom assoziierte Proteinphosphatase des Typs 2c 
PAPP5  Phytochrom assoziierte Proteinphosphatase des Typs 5 
PCB   Phycocyanobilin 
PϕB   Phtochromobilin 





PCR   Polymerasekettenreation 
Pfr Dunkelrotlicht absorbierende Form der Phytochrome  
Phy Phytochrom 
PHY Phytochrom-spezifische GAF Domäne 
pI   Isoleletrischer Punkt 
PIF   Phytochrominteraktionsfaktoren 
PIL   PIF3-ähnlich 
PKS1   Proteinkinase Substrate 1 
PMSF   Phenylmethylsulfonylfluorid 
pNPP   Para-Nitrophenylphosphat 
PPIase   Peptidyl-Prolyl-cis-trans-Isomerase 
PPM   Metallionenabhängige Proteinphosphatasen 
PPP   Phosphoprotein Phosphatasen 
Pr   Rotlicht absorbierende Form der Phytochrome 
Psi   Pound per square inch (1 psi = 6895 Pa) 
PSM   Photosensorisches Modul 
PUB   Phycourobilin 
PVB   Phycoviolobin 
Raf   Rapidly accelerated fibrosarcoma 
RBS   Ribosomale Bindungsstelle 
RNA   Ribonukleinsäure 
RM   Regulatorisches Modul 
r.m.s.   Root mean square 
RR   Regulatorische Region 
RT   Raumtemperatur 
s   Sekunde 
SAXS   Small angle X-ray scattering 
SDS   Natriumdodecylsulfat 
Strep   Streptomycin 
SynCph1  Cyanobakterielles Phytochrom 1 aus Synechocystis sp. PCC 6803 
SynCph2  Cyanobakterielles Phytochrom 2 aus Synechocystis sp. PCC 6803 
T   Thymin 
TEMED  Tetramethyldiamin 
TM   Transmembran-ständig 
TPR   Tetratricopeptide repeat 
Tris   Trishydroxylmethylaminomethan 
UV   Ultraviolett 
UVR8   UV-Licht-Resistenz-Lokus 8 
v/v    Volumen pro Volumen 
WT   Wildtyp 









Aminosäure Dreibuchstabencode Einbuchstabencode 
Alanin  Ala    A 
Arginin  Arg    R 
Asparagin  Asn    N 
Aspartat  Asp    D 
Cystein  Cys    C 
Glutamat  Glu    E 
Glutamin  Gln    Q 
Glycin  Gly    G 
Histidin  His    H 
Isoleucin  Ile    I 
Leucin  Leu    L 
Lysin  Lys    K 
Methionin Met    M 
Phenylalanin Phe    F 
Prolin  Pro    P 
Serin  Ser    S 
Threonin  Thr    T 
Tryptophan Trp    W 
Tyrosin  Tyr    Y 
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